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En los organismos eucariotas, el silenciamiento por RNA es un mecanismo de regulación que 
controla la expresión génica y la estabilidad genómica a través de la síntesis de pequeños RNAs 
(sRNAs) a partir de inductores de doble cadena de RNA (dsRNA). Estos sRNAs, de 20 a 25 
nucleótidos (nts), se unen a complejos multienzimáticos y les confieren la facultad de reconocer y 
silenciar transcripcional o post-transcripcionalmente secuencias de DNA o RNA altamente 
complementarias. En el tejido vegetal infectado con virus, este proceso se activa de forma natural 
mediante la formación de dsRNAs de origen viral. Como resultado, la infección está inexorablemente 
unida a la síntesis de sRNAs virales (vsRNAs) cuyo potencial regulador se asocia no sólo con la 
función del silenciamiento por RNA como mecanismo de defensa antiviral sino también con 
fenómenos como la patogénesis o el rango de hospedador. En esta tesis doctoral hemos empleado 
distintas técnicas de secuenciación e hibridación molecular en el sistema modelo Virus del cascabeleo 
del tabaco (Tobacco rattle virus, TRV)-Arabidopsis thaliana y en otros sistemas planta-virus para inferir la 
composición y estructura de las poblaciones de vsRNAs que se forman en el tejido infectado. Hemos 
investigado los componentes genéticos y los requerimientos estructurales de la maquinaria de 
silenciamiento de RNA de la planta para producir vsRNAs. Finalmente hemos analizado el papel del 
silenciamiento como componente antiviral en la planta y su potencial para reprogramar el 
transcriptoma de la célula infectada a través de la interacción funcional entre vsRNAs y RNAs 
mensajeros (mRNAs).  
Nuestros resultados revelan que los vsRNAs forman poblaciones abundantes y diversas en su 
composición que comparten características comunes en todos los sistemas planta-virus investigados. 
Así los vsRNAs muestran un sesgo evidente en su tamaño (con mayoría de especies de 21 y 22 nts) y, 
con frecuencia, en su polaridad (predominio de secuencias positivas). Otra característica común es la 
ubicuidad de los vsRNAs en su origen a partir del genoma viral. Los vsRNAs se generan en cualquier 
posición a lo largo del RNA viral aunque su distribución es muy heterogénea alternándose regiones 
genómicas pobres en secuencias con otras más enriquecidas en vsRNAs en forma de picos de 
acumulación o de regiones más amplias con alta densidad de secuencias. 
Nuestro trabajo demuestra que las RNasas tipo III Dicer-like, DCL4, DCL3 y DCL2, procesan, 
solas o combinadas unas con otras, las dsRNAs virales para producir vsRNAs de ambas polaridades a 
lo largo de todo el genoma de TRV. No obstante, las tres enzimas DCL cortan sustratos virales de 
forma jerárquica (DCL4>DCL2>DCL3) produciendo vsRNAs de 21, 22 y 24 nts, respectivamente. 
Nuestros datos sugieren que estas enzimas actúan sobre dsRNAs inductores en forma de 
intermediarios replicativos o plegamientos imperfectos del RNA viral para generar vsRNAs 
primarios. Sin embargo, nuestros resultados confirman que la mayoría de los vsRNAs en el tejido 
infectado son secundarios y resultan de la actividad de DCL sobre dsRNAs que se originan por la 
Resumen 
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actividad de proteínas RNA polimerasas dependientes de RNA de la planta (RDR). Estas enzimas 
amplificarían las respuestas iniciales de silenciamiento convirtiendo el RNA viral en dsRNAs.  
El análisis de las colecciones secuenciadas sugiere que los vsRNAs tienen afinidad por diversas 
proteínas ARGONAUTA (AGO) que actúan como efectoras de silenciamiento sobre moléculas 
diana de RNA o DNA. Esto indica que los vsRNA podrían mediar en distintas rutas reguladoras que 
controlasen la expresión de genes del virus y del huésped. Nuestros datos confirman el papel de 
distintos componentes de la maquinaria de silenciamiento en inmunidad antiviral puesto que la 
desactivación genética de DCL4 y DCL2 o de RDR1, RDR2 y RDR6 resulta en un fenotipo de híper-
susceptibilidad a TRV. Este fenómeno no se asocia al procesamiento de dsRNAs virales por DCL 
sino muy probablemente a la actividad de los vsRNAs generados a partir de las dsRNAs. Empleando 
técnicas informáticas hemos identificado genes de arabidopsis con alto grado de complementariedad 






In eukaryotes, RNA silencing is a regulatory mechanism that controls gene expression and 
genome stability through the synthesis of small RNAs (sRNAs) of 20 to 25 nts from inductor RNA 
molecules with double stranded features (dsRNA). sRNAs bind multienzymatic complexes and 
provide them with the ability to recognize and silence highly complementary DNA or RNA 
sequences by transcriptional or post-transcriptional silencing, respectively. This process is activated 
naturally in plant tissues in the presence of viruses through the formation of viral dsRNAs. As a 
result, the viral infection is coupled to the synthesis of virus-derived sRNAs (vsRNAs) whose 
potential regulatory activity is associated not only with the function of RNA silencing as an antiviral 
defense mechanism but also with phenomena such as viral pathogenesis or host range. In this thesis, 
we used different sequencing techniques and molecular hybridization methods in the model system 
Tobacco rattle virus (TRV)-Arabidopsis thaliana and other plant-virus systems to infer the composition 
and structure of the vsRNA populations formed in infected tissues. We also investigated the genetic 
components and structural requirements of the plant RNA silencing machinery to produce vsRNAs. 
Finally, we analyzed the role of RNA silencing as an antiviral mechanism in plants and its potential to 
reprogramme the transcriptome of infected cells through functional interactions between vsRNAs 
and messenger RNAs (mRNA). 
Our results reveal that vsRNA populations are abundant, diverse and share common features in all 
plant-virus systems investigated. Thus vsRNAs show an obvious bias in size distribution (21 and 22 
nts are the most abundant classes) and often in their polarity (positive polarity tends to dominate). 
Another common feature is the generation of vsRNAs from any position along the entire viral 
genome. Nevertheless, their distribution is heterogeneous, with genomic regions where vsRNAs are 
poorly represented alternating with more enriched regions in the form of accumulation peaks or 
larger regions with high sequence densities. 
Our work shows that RNase type III Dicer-like, DCL4, DCL3 and DCL2 process, alone or in 
combination with others, viral dsRNAs to produce vsRNAs of both polarities throughout the TRV 
genome. Even so, the three DCL enzymes slice viral substrates hierarchically (DCL4> DCL2> 
DCL3) producing vsRNAs of 21, 22 and 24 nts, respectively. Our data suggest that these enzymes act 
on inductor dsRNA molecules such as replicative intermediates or imperfect-folded viral RNAs to 
generate primary vsRNAs. Nevertheless, our results confirm that the majority of the vsRNAs in 
infected tissues are secondary and result from the activity of DCL on dsRNAs produced by the 
activity of plant RNA-dependent RNA polymerases (RDR). These enzymes amplify the initial 
silencing responses by converting viral RNAs into dsRNAs. 
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The analysis of sequenced libraries suggests that vsRNAs have an affinity for different 
ARGONAUTE (AGO) proteins that act as silencing effector molecules on RNA or DNA targets. 
This indicates that vsRNAs could mediate different regulatory pathways that control the expression 
of virus and host genes. Our data confirm the role of various components of the silencing machinery 
in antiviral immunity since the genetic inactivation or DCL2, DCL4 and RDR1, RDR6 and RDR2 
results in hypersusceptibility to TRV. This phenomenon is not associated with DCL processing of 
viral dsRNAs but rather likely with vsRNA activity generated from viral dsRNAs. Using 
bioinformatics we have identified arabidopsis genes that are highly complementary to vsRNAs, which 









AMV-RT Transcriptasa inversa (Avian myeloblastosis virus-reverse transcriptase) 
ANOVA Análisis de varianza 
ATP Adenosina trifosfato 
BSA Albúmina de suero bovino 
C Citosina 
c.p.m. Cuentas por minuto 
ca-siRNA Pequeño RNA interferente que actúa en cis (cis-acting small interfering RNA) 
cDNA DNA complementario 
CIAP Fosfatasa alcalina de intestino de ternera (Calf intestinal alkaline phosphatase) 
CMT3 Metiltransferasa (Chromomethylase 3) 
Col-0 Columbia-0 
CP Proteína de la cápsida 
D.O. Densidad óptica 
d.p.a. Días post agroinfiltración 
d.p.i. Días post inoculación 
dATP Desoxiadenosina trifosfato 
DCL RNasa III (Dicer-like) 
dCTP Desoxicitosina trifosfato 
dGTP Desoxiguanidina trifosfato 
DRB  Proteína de unión a doble cadena de RNA (Double-stranded RNA binding) 
DRD1 Defective in RNA-directed DNA methylation 1 
DRM1/2 Metiltransferasa (Domains rearranged methyltransferase 1/2) 
dsDNA Doble cadena de DNA (double-stranded DNA) 
dsRNA Doble cadena de RNA (double-stranded RNA) 
DTT Ditiotreitol 
dTTP Desoxitimina trifosfato 
EDTA Ácido etilen-diamino-tetracético 
EtBr Bromuro de etidio 
EtOH Etanol 
G Guanina 
GFP Proteína fluorescente verde (Green fluorescent protein) 
GO Ontología génica 
GSP Cebador específico de secuencia (gene specific primer) 
h2b Heredabilidad en sentido amplio 
HEN1 Metiltransferasa (Hua enhancer methyltransferase 1) 
HMW-RNA RNA de alto peso molecular (high molecular weight RNA) 







La.er. Landsberg erecta 
LacZ  galactoxidasa
LB Medio Luria-Bertani 
LMW-RNA RNA de bajo peso molecular (low molecular weight RNA) 
LSD Mínima diferencia significativa 
Mb Megabase 
MCS Sitio múltiple de clonación (multiple cloning site) 
MES Ácido 2-N-morfolino-etanosulfónico 
MET1 Metiltransferasa (DNA methyltransferase 1) 
miRNA microRNA 
MOPS 3-morfolino-propano-sulfónico  
MP Proteína de movimiento 
mRNA RNA mensajero 
nat-siRNA Pequeño RNA interferente derivado de transcritos naturales antisentido 
(natural antisense transcript small interfering RNA) 
nGSP Cebador secundario específico de secuencia (nested gene specific primer) 
nm Nanómetro 
NOS Nopalina sintasa 
NRPD1 RNA polimerasa (Nuclear RNA Polymerase D1) 
nt/nts Nucleótido/s 
ORF Marco de lectura abierto (open reading frame) 
pb Pares de bases 
PCR Reacción en cadena de la polimerasa (Polymerase chain reaction) 
PDS Fitoeno desaturasa 
PNK Polinucleótido quinasa 
Pol RNA polimerasa dependiente de DNA 
pre-miRNA Precursor de microRNA (precursor microRNA) 
pri-miRNA Transcrito primario de microRNA (primary microRNA transcipt) 
r.p.m. Revoluciones por minuto 
RDR RNA polimerasa dependiente de RNA (referido a proteínas de la planta) 
RdRp RNA polimerasa dependiente de RNA (referido a proteínas virales) 
RISC Complejo inductor de silenciamiento por RNA (RNA-induced silencing 
complex)  
RIST Complejo inductor de silenciamiento transcripcional por RNA (RNA-
induced transcriptional silencing) 
RLM-RACE Amplificación de extremos del RNA mediada por la RNA ligasa (RNA 
ligase-mediated rapid amplificaron of RNA ends) 
RT Transcripción inversa (reverse transcription) 
SDS Dodecil sulfato sódico 
sgRNA RNA subgenómico 
siRNA Pequeño RNA interferente (small interfering RNA) 
sRNA Pequeño RNA (small RNA) 
ssDNA Cadena sencilla de DNA (single-stranded DNA) 
ssRNA Cadena sencilla de RNA (single-stranded RNA) 
TAIR The Arabidopsis Information Resource 





U Uridina o Unidades 
UTR Región no traducible (untranslated region) 
V.C. Componentes de la varianza 
VIGS Silenciamiento génico inducido por virus (virus-induced gene silencing) 
vsRNA Pequeño RNA viral (viral small RNA) 
X-Gal 5-bromo-4-cloro-3-indolil-β-D-glucurónico 
32P Fósforo 32 
 

Acrónimos de virus 
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ACRÓNIMOS DE VIRUS 
CaMV Virus del mosaico de la coliflor (Cauliflower mosaic virus) 
CMV Virus del mosaico del pepino (Cucumber mosaic virus) 
CymRSV Virus de la mancha en anillo del cimbidium (Cymbidium ringspot virus) 
MNSV Virus del moteado necrótico del melón (Melon necrotic spot virus) 
PMMoV  Virus del moteado suave del pimiento (Pepper mild mottle virus) 
PVX Virus X de la patata (Potato virus X) 
TCV Virus del arrugado del nabo (Turnip crinkle virus) 
TMV Virus del mosaico del tabaco (Tobacco mosaic virus) 
TRV Virus del cascabeleo del tabaco (Tobacco rattle virus) 
TuMV Virus del mosaico del nabo (Turnip mosaic virus) 
TYLCV Virus del rizado amarillo del tomate (Tomato yellow leaf curl virus) 











































1.1 Silenciamiento por RNA en plantas: aspectos genéticos, bioquímicos, 
estructurales y funcionales 
El silenciamiento por RNA es un mecanismo ancestral de regulación de la expresión génica cuyos 
componentes están conservados en eucariotas. En plantas controla procesos de crecimiento y 
desarrollo, estabilidad genómica, adaptación a condiciones de estrés y defensa frente a patógenos 
(Chapman and Carrington, 2007). En plantas existen varias rutas de silenciamiento por RNA todas 
ellas inducidas por cadenas dobles de RNA (dsRNAs) y controladas por distintas clases de pequeños 
RNAs (small RNAs, sRNAs) endógenos (Figura 1.1). Estas dsRNAs pueden tener varios orígenes y 
son el sustrato específico de una clase de RNasa tipo III denominada DICER-LIKE (DCL) cuya 
actividad sobre las dsRNAs da lugar a la formación de sRNAs (Figura 1.1) (Henderson et al., 2006; 
Margis et al., 2006; Qi et al., 2005). Los sRNAs actúan asociándose a los complejos efectores del 
silenciamiento por RNA a través de su unión con las proteínas ARGONAUTA (AGO) y les 
proporcionan especificidad por sus moléculas de DNA o RNA diana a través de mecanismos 
dependientes de homología de secuencia (Figura 1.1) (Vaucheret, 2008). La interacción funcional de 
estos complejos efectores con las moléculas de RNA diana complementarias conduce a una 
regulación post-transcripcional negativa a través del corte endonucleolítico de este RNA o de la 
represión de su traducción (Brodersen et al., 2008; Llave et al., 2002b). La interacción con las 
moléculas de DNA diana complementarias da lugar a su represión transcripcional a través de la 
modificación por metilación del DNA y/o las histonas (Zheng et al., 2007; Zilberman et al., 2003). 
1.2 Caracterización molecular y mecanismo de acción de las proteínas implicadas en 
las rutas de silenciamiento génico 
1.2.1 Proteínas implicadas en la biogénesis de sRNAs 
1.2.1.1 Proteínas DCL 
Las proteínas DICER o DCL son ribonucleasas de clase III que se encuentran en el núcleo y 
citoplasma de prácticamente todas las células eucariotas. El genoma de la especie modelo Arabidopsis 
thaliana, comúnmente llamada arabidopsis, contiene 4 genes que codifican para proteínas DCL 
aunque su número varía en distintos organismos: 4-5 en plantas, 2 en hongos, nemátodos e insectos y 
1 en vertebrados (Liu et al., 2009). 
Las proteínas DCL actúan reconociendo los extremos de las dsRNAs y las procesan 
secuencialmente para producir sRNAs maduros de 20 a 25 nucleótidos (nts) de longitud (MacRae et 
al., 2007; Macrae et al., 2006b). Estos productos de corte poseen 2 nts no apareados en el extremo 3', 





















Figura 1.1. Representación esquemática del proceso de silenciamiento post-transcripcional en plantas.  
 
Las proteínas DCL poseen diversos dominios estructurales y funcionales que incluyen un dominio 
N-terminal DExD helicasa/ATPasa, un pequeño dominio denominado DUF283, un domino PAZ, 
dos dominios catalíticos RNasa III (RNasa IIIa y RNasa IIIb) y un dominio C-terminal de unión a 
dsRNA (dsRBD) (Figura 1.2A) (Margis et al., 2006). Algunas proteínas DCL pueden carecer de los 
dominios helicasa o dsRBD (MacRae et al., 2007) (Tabla 1.1). Esto sugiere que estos dominios 
modulan la actividad de corte, pero no están directamente implicados en la catálisis. El dominio 
dsRBD podría actuar discriminando los distintos sustratos de RNA y facilitando su unión a DCL 
(Margis et al., 2006). La presencia del dominio DExD helicasa/ATPasa sugiere que la actividad de 
DCL es, al menos en Caenorhabditis elegans y Drosophila melanogaster, dependiente de ATP (Bernstein et 
al., 2001). El dominio DUF283 podría estar implicado en la selección de la cadena del sRNA 
directamente reconociendo la asimetría del dúplex de RNA o reclutando otra proteína dsRBD 
(Macrae et al., 2006b). Los dominios PAZ y RNasa III parecen intervenir en la unión y el corte de 
dsRNAs. El primero conecta directamente con el dominio RNasa IIIa a través de una larga -hélice y 
una plataforma plana en la superficie de la proteína (Macrae et al., 2006b). El dominio PAZ se 
encuentra también en otras proteínas de las rutas de silenciamiento por RNA, como las proteínas 
AGO (ver apartado 1.2.2). Sin embargo, el dominio PAZ de DCL contiene un bucle que está ausente 
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en las proteínas AGO. Este bucle es rico en aminoácidos básicos, lo que origina un cambio en la 
superficie de la molécula que rodea al sitio de unión a RNA. Esta diferencia con respecto a la 
estructura del domino PAZ de las proteínas AGO podría explicar la diferente afinidad por las 
moléculas de RNA sustrato entre estas dos familias proteicas (Macrae et al., 2006b).  
La actividad catalítica de las enzimas DCL sobre las dsRNAs resulta en la formación de sRNAs 
con tamaños comprendidos entre los 20 y 25 nts. Existen varios modelos que explican cómo DCL 
genera sRNAs de distintos tamaños (Blaszczyk et al., 2001; Macrae et al., 2006b; Zhang et al., 2004). 
Basándose en la estructura del dominio catalítico de la proteína RNasa III de la bacteria termófila 
Aquifex aeolicus, Blaszczyk et al. (2001) propusieron un modelo de corte de la dsRNA por esta 
proteína. En este modelo, el homodímero RNasa III contiene dos centros catalíticos entre los que se 
posiciona la dsRNA (Figura 1.2B). Cada una de estas subunidades catalíticas corta dos enlaces 
fosfodiéster cercanos localizados en las cadenas de RNA opuestas. En cada centro catalítico están 
implicados dos grupos de residuos de aminoácidos ácidos conservados que podrían ser los 
responsables de este corte (Figura 1.2B). Según la distancia entre estos dos centros catalíticos, este 
modelo predice la generación de productos de 9 pb con 2 nts no apareados en el extremo 3’, 
consistente con el tamaño de los sRNAs producidos por esta RNasa III in vitro (Blaszczyk et al., 
2001). Estos autores sugieren que la diferencia de tamaño que existe entre los productos de la RNasa 
III de A. aeolicus y de DICER en eucariotas, aproximadamente 10 pb y 20 pb, respectivamente, se 
debe a la desactivación de uno de los centros catalíticos postulados para esta RNasa III (Blaszczyk et 
al., 2001). Estudios posteriores demostraron que DICER funciona como un dímero intramolecular 
entre los dominios RNasa IIIa y RNasa IIIb, asistidos por sus dominios de unión a dsRNA (Zhang et 
al., 2004). Estos dominios dsRBD y PAZ están probablemente implicados en el reconocimiento y en 
la unión a la dsRNA sustrato. Según este modelo, el dominio PAZ reconoce el extremo 3’ 
protuberante de la dsRNA sustrato de modo que ésta se extiende aproximadamente dos giros de 
hélice a lo largo de la superficie de la proteína antes de alcanzar el sitio único de procesamiento 
formado por los dominios RNasa IIIa y RNasa IIIb (Figura 1.2C) (Zhang et al., 2004). A partir de la 
estructura cristalina de la proteína DICER de Giardia intestinalis, MacRae et al. (2006) demostraron que 
la distancia entre el sitio activo del dominio RNasa IIIa con el bolsillo de unión al extremo 3' no 
apareado del RNA del domino PAZ es de 65 ángstrom (Macrae et al., 2006a). Esta distancia es la 
longitud de 25-27 pb de una dsRNA, precisamente la longitud de los sRNAs producidos por G. 
intestinalis. De este modo, DICER actuaría como un calibre molecular que mide y corta 25 nts desde 
el extremo de la molécula de dsRNA (Figura 1.2D). Por tanto, la longitud de cada sRNA dependerá 
de la distancia entre los dominios PAZ y RNasa IIIa, que a su vez depende de la longitud de la -
hélice que los conecta. Este modo de acción podría aplicarse a otras proteínas DICER o DCL de 
distintos organismos ya que la arquitectura molecular de estas proteínas está conservada (Macrae et 
al., 2006a). Es el caso de las distintas enzimas DCL en plantas cuya actividad catalítica se asocia con la 
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Figura 1.2. Mecanismos propuestos para el modo de acción de DICER. A) Representación esquemática de los 
dominios estructurales de la proteína DCL1 de A. thaliana. B)  Mecanismo de corte de la proteína RNasa III de A. 
aeolicus (Blaszczyk et al., 2001). Las letras A y B representan 2 subunidades del homodímero de la enzima, las cuales 
se ha propuesto que  unen la dsRNA (marcada en la figura como pares W-C) en la hendidura entre ambas 
subunidades. Cada una de éstas subunidades contiene un centro catalítico formado por dos sitios activos, los 
residuos E37 y E64 y los residuos D44 y E110, respectivamente, que se cree que son los responsables de la 
generación de los productos de RNA con 2 nts no apareados en el extremo 3’. C) Modelo de centro único de 
procesamiento para la actividad de DICER (Zhang et al., 2004). Se muestran los distintos dominios de DICER 
representados en diferentes colores y la posición de la dsRNA. El dominio PAZ reconoce el extremo terminal del 
sustrato de dsRNA. Los dos dominios RNasa III se aproximan para formar un único centro catalítico y cortar en las 
cadenas opuestas de la dsRNA de forma compensada, lo que da lugar a un producto de RNA con 2 nts no apareados 
en el extremos 3’. D) Modelo de procesamiento de la dsRNA por la proteína DICER de G. intestinalis (Macrae et al., 
2006a). Estructura cristalográfica en vistas frontal y lateral de la superficie de la proteína DICER de G. intestinalis y la 
dsRNA. Los colores azul y rojo representan cargas ácidas y básicas, respectivamente. Las esferas verdes son los 
residuos catalíticos. Las flechas blancas marcan los sitios de ruptura de los enlaces fosfodiéster. El asterisco señala el 
bolsillo de unión al extremo 3’ del RNA en el dominio PAZ. La distancia entre el domino PAZ y los residuos 




El estudio de los patrones de expresión de las proteínas DCL de A. thaliana en distintos tejidos 
muestra que los genes DCL se expresan constitutivamente en todos los tejidos analizados. Sin 
embargo, cada gen DCL se expresa de manera diferencial, por ejemplo, durante el desarrollo de los 
órganos reproductivos de la flor y el desarrollo de la semilla (Liu et al., 2009). Este diferente patrón de 
expresión podría interpretarse como un reflejo de la divergencia funcional que existe entre los 
miembros de la familia DCL (Liu et al., 2009) (ver apartado 1.3 y Tabla 1.1). 
1.2.1.2 Proteínas RDR 
El término RDR se usa para designar a las enzimas de la planta con actividad RNA polimerasa 
dirigida por RNA (RNA-directed RNA polymerases o RdRp) (Wassenegger and Krczal, 2006). En 
arabidopsis se han identificado 6 genes que potencialmente codifican para proteínas RDR. Este 
número varía en distintos organismos, por ejemplo en Schizosaccharomyces pombe y C. elegans se han 
identificado 1 y 4 genes, respectivamente, mientras que no se ha encontrado ningún gen que codifique 
para proteínas RDR ni en D. melanogaster y ni en mamíferos. En arabidopsis, tres de estas proteínas, 
RDR1, RDR2 y RDR6, poseen en el extremo C-terminal un motivo catalítico DLDGD que se 
encuentra en otras proteínas RdRp eucariotas y además tienen ortólogos directos en otras especies de 
plantas. Existen evidencias genéticas de que estas tres proteínas participan en distintas rutas de 
silenciamiento por RNA posiblemente generando las dsRNAs que actúan como sustrato de las 
proteínas DCL para la biogénesis de sRNAs (ver apartado 1.3). Las otras tres proteínas identificadas, 
RDR3 (RDR3a), RDR4 (RDR3b) y RDR5 (RDR3c) poseen en el centro catalítico un motivo 
DFDGD y se agrupan en un clado filogenético distinto. De hecho, su función es desconocida hasta el 
momento (revisado por Wassenegger and Krczal, 2006). Estudios bioquímicos utilizando las 
proteínas RDR1 de tomate y RDR6 de arabidopsis demuestran que estas dos proteínas en efecto 
poseen actividad RNA polimerasa dependiente de RNA sobre sustratos de cadena sencilla de RNA 
(ssRNA). Es decir, son capaces de hacer una copia completa del molde de ssRNA dando lugar a 
dsRNAs ya que el RNA sintetizado de novo permanece unido al RNA molde (Curaba and Chen, 2008; 
Dalmay et al., 2001; Mourrain et al., 2000; Schiebel et al., 1998). La proteína RDR6 de arabidopsis es 
capaz de actuar, incluso con mayor eficiencia, sobre moldes de ssDNA dando lugar a un dúplex 
ssDNA/ssRNA. Por el contrario, RDR6 in vitro no es capaz de usar dsRNAs o dsDNAs como molde 
para su actividad polimerasa o de usar un sRNA como cebador para copiar la cadena molde de RNA. 
Todas estas funciones de RDR6 son dependientes de la presencia de un residuo de ácido aspártico 
conservado en la posición 867 en el centro catalítico (Curaba and Chen, 2008). 
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1.2.2 Proteínas implicadas en la actividad de los sRNAs  
1.2.2.1 Proteínas AGO 
Las proteínas AGO ejercen como efectores del silenciamiento por RNA como parte de complejos 
multienzimáticos donde los sRNAs actúan como determinantes de especificidad. Estos complejos, 
denominados RISC (RNA induced silencing complex) o RIST (RNA-induced transcriptional silencing), operan 
sobre el RNA o el DNA, regulándolo a nivel post-transcripcional o transcripcional, respectivamente 
(Havecker et al., 2010; Vaucheret, 2008).  
Las proteínas AGO son proteínas largas (90-100 kDa) que contienen varios dominios funcionales: 
los dominios PAZ, Mid y PIWI (Figura 1.3A y Tabla 1.1) (Hutvagner and Simard, 2008; Vaucheret, 
2008). El dominio PAZ reconoce el extremo 3’ con 2 nts no apareados del dúplex de sRNAs y 
probablemente ayuda a su carga en la proteína. Una vez unido al dominio PAZ, el dúplex de sRNAs 
se desenrolla, de manera que sólo una de las cadenas del sRNA queda unida al complejo. El dominio 
Mid une el extremo 5’ fosfato del sRNA, formando un bolsillo con el dominio PIWI, que ancla el 
sRNA. El dominio PIWI adopta una conformación plegada similar a la de la RNasa H y posee 
actividad RNA endonucleasa, normalmente conferida por un sitio activo con un motivo DDH. Esta 
actividad de corte es la responsable del corte dirigido por sRNAs sobre el RNA mensajero (mRNA) 













Figura 1.3. Modelo de actividad endonucleolítica de las proteínas AGO. A) Dominios estructurales de la proteína 
AGO1 de A. thaliana. B) Modelo esquemático del corte dirigido por sRNAs del mRNA diana. El sRNA interacciona 
con AGO a través de su extremo 3’ quedando posicionado en la hendidura del dominio PAZ. El mRNA aparea con 
el sRNA situándose entre el dominio PAZ superior y la base en forma de media luna formada por los dominios N-
terminal, PIWI y Mid. El sitio catalítico posee actividad tipo RNasa H y digiere el mRNA en una posición que 




El número de genes AGO es muy variable entre organismos. Por ejemplo, en arabidopsis y en 
arroz se han identificado 10 y 18 genes AGO, respectivamente, mientras que en mamíferos y en D. 
melanogaster se han encontrado 8 y 5 genes, respectivamente. Las diez proteínas AGO de arabidopsis 
se pueden clasificar filogenéticamente en 3 clados y probablemente las proteínas dentro de cada uno 
de estos clados comparten funciones similares como efectores de las rutas de silenciamiento por 
RNA (Figura 1.4) (Vaucheret, 2008). Hasta la fecha sólo se conoce la función de algunas proteínas 
AGO en distintos procesos de silenciamiento génico. Estudios bioquímicos demuestran que AGO1 y 
AGO7 tienen capacidad endonucleolítica sobre RNAs diana, mientras que AGO4 y AGO6 están 
implicadas en la metilación del DNA guiada por sRNAs (ver apartado 1.3 y Tabla 1.1) (Adenot et al., 
2006; Allen et al., 2005; Baumberger and Baulcombe, 2005; Vazquez et al., 2004b; Zheng et al., 2007; 











Figura 1.4. Clasificación filogenética de las proteínas AGO de A. thaliana en 3 clados. PAM indica el punto 
aceptado de mutación (figura adaptada de Vaucheret, 2008). 
 
En plantas la asociación de los sRNAs con las distintas proteínas AGO está dictada 
principalmente por la identidad del nucleótido 5’ terminal del sRNA y es aparentemente 
independiente de la ruta de biogénesis del sRNA, de la estructura de su molécula precursora o de la 
cadena del dúplex de sRNAs. AGO1 preferentemente recluta sRNAs con uridina (U) en el extremo 
5’, AGO2 y AGO4 tienen preferencia por sRNAs con adenina (A), mientras que AGO5 une sRNAs 
con citosina (C) en este extremo (Kim, 2008; Mi et al., 2008; Montgomery et al., 2008b; Takeda et al., 
2008). En sistemas animales, la incorporación del sRNA al complejo efector parece guiarse por la 
estabilidad termodinámica del dúplex de sRNAs. Así, de las dos cadenas del dúplex, la cadena guía, 
aquella cuyo extremo 5’ es más inestable (mayor contenido en A y U), se asocia específicamente con 
AGO mientras que la cadena complementaria, denominada cadena pasajera, normalmente se degrada 
(Schwarz et al., 2003). No está clara sin embargo la influencia de la asimetría termodinámica en la 
asociación de los sRNAs con AGO en sistemas vegetales.  
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Tabla 1.1. Componentes de las rutas de sRNAs en A. thaliana. 
 




AGO1 PAZ, MID, PIWI 
Corte mediado por miRNAs/siRNAs, 
Inhibición de la traducción del mRNA 
Núcleo, citoplasma 
Baumberger and Baulcombe, 2005; 
Qi et al., 2005; Vaucheret, 2008 
AGO4   PAZ, MID, PIWI Promueve la metilación del DNA Núcleo, citoplasma Qi et al., 2006 
AGO6  PAZ, MID, PIWI Promueve la metilación del DNA Núcleo, citoplasma Havecker et al., 2010 
AGO7 PAZ, MID, PIWI Corte mediado por miRNAs (miR390) Núcleo, citoplasma Montgomery et al., 2008a 
AGO10 PAZ, MID, PIWI Inhibición de la traducción del mRNA Núcleo, citoplasma Brodersen et al., 2008 
DCL1 
RNasa III, unión a dsRNA, helicasa, 
PAZ, DUF283 
Biosíntesis de miRNAs Núcleo, citoplasma 
Park et al., 2002; Reinhart et al., 
2002  
DCL2 RNasa III, unión a dsRNA, PAZ Biosíntesis de siRNAs de 22 y 24 nts Núcleo, citoplasma Borsani et al., 2005; Xie et al., 2004 
DCL3 RNasa III, helicasa, PAZ 




Xie et al., 2004 
DCL4 
RNasa III, unión a dsRNA, helicasa, 
PAZ 
Biosíntesis de ta-siRNAs de 21 nts Núcleo, citoplasma 
Dunoyer and Voinnet, 2005; 
Gasciolli et al., 2005 
DRB4 Unión a dsRNA Biosíntesis de ta-siRNAs Desconocida Hiraguri et al., 2005 
HASTY Unión a RanGTP Ortólogo de la Exportina 5 Membrana nuclear Park et al., 2005 
HEN1  Unión a dsRNA, unión a S-adenosil Metiltransferasa de sRNAs Citoplasma, núcleo Li et al., 2005; Yu et al., 2005 




RNA polimerasa dependiente de DNA 
putativa 




RNA polimerasa dependiente de DNA 
putativa 
Nucleolo, cuerpos de 
Cajal en el núcleo 
Eamens et al., 2009 
RDR2 RdRp 
RNA polimerasa dependiente de RNA 
putativa 
Nucleolo Herr et al., 2005; Xie et al., 2004 
RDR6 RdRp 
RNA polimerasa dependiente de RNA 
putativa 
Núcleo 
Dalmay et al., 2000; Mourrain et al., 
2000 
SGS3 Coiled-coil, unión a Zn Estabilizador de RNA Desconocida Yoshikawa et al., 2005 
SE Desconocidos Actividad de los miRNAs Nucleolo Lobbes et al., 2006 
CLASSY1 Desconocidos Actividad de los miRNAs Nucleolo Smith et al., 2007 
DRD1 Unión a DNA y ATP, helicasa Remodeladora de cromatina putativa Desconocida Kanno et al., 2004 
SDN1 Desconocidos 3’-5’ exonucleasa de sRNAs Desconocida Ramachandran and Chen, 2008 
DRM1/2 
Metiltransferasa de citosina en el 
DNA 
Metilación del DNA y la histona H3-K9 Núcleo 
Cao and Jacobsen, 2002; Johnson et 
al., 2007 
MET1 
Metiltransferasa de citosina en el 
DNA, dominio de bromo adyacente 
Metilación de citosinas en secuencias CG Desconocida Johnson et al., 2007 
CMT3 
Metiltransferasa de citosina en el 
DNA, dominio de bromo adyacente 
Metilación de la histona H3-K9, metilación 
de citosinas en secuencias CNG 
Desconocida Johnson et al., 2007 
KYP 
SET, dominio de unión a Zn,  pre-
SET, post-SET, YDG, mano EF 
Metilación de la histona H3-K9, 
mantenimiento de la metilación del DNA 
Desconocida Johnson et al., 2007 
XRN4 Desconocidos 
3' -5' exoribonucleasa, unión a ácidos 
nucleicos 
Núcleo Souret et al., 2004 
SUVH2 
SET, dominio de unión a Zn, pre-
SET 




1.3 Rutas de biogénesis y mecanismo de acción de los sRNAs endógenos  
En plantas, existen dos clases principales de pequeños RNAs endógenos que, aunque difieren en 
su origen, comparten características comunes en cuanto a su estructura bioquímica y modo de acción. 
Estas dos clases están compuestas por los microRNAs (miRNAs) y los pequeños RNAs interferentes 
(small interfering RNAs, siRNAs) de los que hasta el momento se han identificado tres subclases: trans-
acting siRNAs (ta-siRNAs), natural antisense transcript siRNAs (nat-siRNAs) y cis-acting siRNAs (ca-
siRNAs). 
1.3.1 Ruta de los miRNAs 
En plantas, los miRNAs derivan de los genes nucleares MIR que se transcriben principalmente por 
la acción de la RNA polimerasa II (Pol II) para dar lugar a transcritos primarios o pri-miRNAs 
(primary miRNAs) (Figura 1.5). Los pri-miRNAs son transcritos largos (~1 kb) que poseen estructura 
7-metilguanosina en 5’ y cola de poliadenina [poli(A)] en 3’, no codifican para proteínas y tienen el 
potencial de adoptar estructuras muy plegadas por apareamiento intramolecular de sus bases (Xie et 
al., 2005a). En plantas, DCL1 normalmente procesa el pri-miRNA para liberar la región estructurada 
en horquilla conocida como precursor de miRNA o pre-miRNA de 70-100 nts de longitud (Figura 
1.5). Las estructuras de los pre-miRNAs son imperfectas con bucles y bases no apareadas (Park et al., 
2005; Xie et al., 2005a) y constituyen el sustrato de dsRNA sobre el que actúa DCL1 para generar el 
dúplex miRNA (cadena guía):miRNA* (cadena pasajera). Este dúplex posee la estructura típica de los 
productos de corte de DCL descritos en el apartado anterior (Figura 1.5). En este doble 
procesamiento, DCL1 necesita la actividad conjunta de otras dos proteínas, HYPONASTIC 
LEAVES 1 (HYL1) y SERRATE (SE), formando un complejo macromolecular en el núcleo (Figura 
1.5 y Tabla 1.1) (Lobbes et al., 2006; Yang et al., 2010). Ensayos de procesamiento in vitro demuestran 
que estas dos proteínas determinan la precisión de la actividad de corte de DCL1 para formar los 
miRNAs (Lobbes et al., 2006; Montgomery and Carrington, 2008; Yang et al., 2010). De forma 
independiente a DCL1, DCL3 y ocasionalmente otras DCLs pueden tener acceso a ciertos pre-
miRNAs para generar miRNAs no canónicos, más largos, de 22 a 25 nts (Vazquez et al., 2008).  
Las dos cadenas del dúplex miRNA:miRNA* son metiladas en la posición 2’-OH de la ribosa 
terminal en el extremo 3’ por la metiltransferasa HUA ENHANCER 1 (HEN1) (Figura 1.5 y Tabla 
1.1) (Yang et al., 2006). Esta modificación parece proteger a los miRNAs de la degradación 
exonucleonilítica en 3’ por acción de las ribonucleasas SDN1 (SMALL RNA DEGRADING 
NUCLEASE 1) y de la uridilación, un proceso por el cual se añaden colas de poliuridina al extremo 3’ 
no metilado de los miRNAs. La función de la uridilación es desconocida, pero se sabe que causa 
inestabilidad en los miRNAs (Li et al., 2005; Yu et al., 2005). Los miRNAs son exportados desde el 
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núcleo al citoplasma a través de factores exportadores como HASTY (Figura 1.5 y Tabla 1.1) (Park et 
al., 2005).  
Posteriormente, el miRNA maduro se incorpora a los complejos inductores de silenciamiento 
mediante su unión principalmente a AGO1 (Figura 1.5) (Baumberger and Baulcombe, 2005; Qi et al., 
2005). De manera aparentemente excepcional, durante la biogénesis de los ta-siRNAs, el miR390 se 
asocia con AGO7 para dirigir el corte del mRNA diana codificado por el gen TAS3 (ver apartado 
1.3.2) (Montgomery et al., 2008a). Los miRNAs regulan a sus mRNAs diana promoviendo su 
degradación y/o la inhibición de su traducción (Brodersen et al., 2008; Llave et al., 2002a). La 
degradación del mRNA diana es una consecuencia del corte endonucleolítico mediado por AGO1 
ente las bases 10 y 11 (contando desde el extremo 5’ del miRNA) en la región de complementariedad 
entre el miRNA y su RNA diana. Los productos 3’ y 5’ resultantes contienen extremos 5’ 
monofosfato y 3’ hidroxilo, respectivamente, a diferencia de los productos de degradación por 
exonucleasas que poseen un grupo hidroxilo 5’ terminal y un fosfato en su extremo 3’ (Baumberger 
and Baulcombe, 2005; Llave et al., 2002b; Qi et al., 2005). El fragmento 3’ del mRNA resultante es 





















Figura 1.5. Representación esquemática de la ruta de los miRNAs en A. thaliana. Ver apartado 1.3.1. 
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Los miRNAs tienen importantes funciones biológicas en el desarrollo de la planta. Como prueba 
de ello, plantas mutantes de pérdida o insuficiencia de función para genes relacionados con el 
metabolismo de los miRNAs o plantas que sobre expresan ciertos miRNAs tienen importantes 
defectos en su desarrollo (Chen, 2009). Esto probablemente se deba a las alteraciones 
transcriptómicas asociadas a deficiencias en la biogénesis y función de los miRNAs. En plantas 
mutantes donde la actividad de miRNAs está suprimida se expresarían de forma incontrolada ciertos 
genes que normalmente están sujetos a regulación negativa post-transcripcional por la acción de 
miRNAs (Bartel, 2004). Como ejemplos ilustrativos del abanico de procesos relacionados con 
desarrollo y crecimiento regulados por la acción de miRNAs en plantas, los miRNAs controlan la 
regulación de la respuesta de la planta a auxina, que es la hormona que especifica la forma de los 
órganos y los ejes del cuerpo de la planta, a través de la interacción funcional con varios miembros de 
la familia de factores trasncritipcionales ARF (Auxin response factor) (Mallory et al., 2005). También 
regulan la acumulación de ciertos factores de transcripción implicados en la identidad floral 
(Aukerman and Sakai, 2003; Baker et al., 2005), la forma de la hoja (Kidner and Martienssen, 2005; 
Palatnik et al., 2003) y la formación de raíces laterales (Guo et al., 2005). Además, los miRNAs están 
implicados en el control de la respuesta de la planta frente a estrés abiótico como salinidad, frío o luz 
ultravioleta (Sunkar and Zhu, 2004; Zhao and Srivastava, 2007; Zhou et al., 2007). Por otro lado, la 
expresión de DCL1 y AGO1, dos proteínas implicadas en la ruta de los miRNAs, está así mismo 
regulada por miRNAs (Vaucheret et al., 2004; Xie et al., 2003). 
1.3.2 Ruta de los ta-siRNAs 
La biogénesis de los ta-siRNAs ilustra una función adicional de la ruta de silenciamiento mediada 
por miRNAs. Los ta-siRNAs son una clase de siRNAs endógenos que se originan a partir de mRNAs 
no codificadores derivados de genes nucleares denominados TAS (Allen et al., 2005). Estos mRNAs 
tienen la particularidad de poseer uno o dos sitios de reconocimiento de miRNAs: por ejemplo, el 
mRNA del gen TAS3 de arabidopsis posee dos sitios de unión complementarios al complejo 
miR390/AGO7 (Axtell et al., 2006) aunque el resto de genes TAS parecen poseer un único sitio 
complementario a miRNAs (el complejo miR173/AGO1 para los genes TAS1 y TAS2 y el complejo 
miR828/AGO1 para el gen TAS4) (Figura 1.6) (Allen and Howell, 2010; Allen et al., 2005; 
Montgomery et al., 2008b; Peragine et al., 2004; Vazquez et al., 2004b; Xie et al., 2005b; Yoshikawa et 
al., 2005). Una vez procesado el mRNA diana, la proteína SGS3 (SUPPRESSOR OF GENE 
SILENCING 3) se une a él y probablemente lo estabiliza, mientras que la enzima RDR6 lo copia a 
dsRNA (Figura 1.6). Por último, DCL4 en coordinación con una proteína de unión a dsRNA, DRB4 
(DOUBLE-STRANDED RNA BINDING PROTEIN 4), procesa secuencialmente esta dsRNA 
desde el extremo terminal producido por el primer corte del miRNA, dando lugar a los ta-siRNAs de 
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21 nts de longitud en un registro de fase que está invariablemente definido por el sitio de corte del 
miRNA (Figura 1.6) (Adenot et al., 2006; Allen et al., 2005; Axtell et al., 2006; Hiraguri et al., 2005). 
Al igual que los miRNAs, los ta-siRNAs se asocian a los complejos inductores de silenciamiento 
mediante unión a AGO1 y regulan a sus genes diana mediante degradación del mRNA (Figura 1.6) y 
probablemente por inhibición de su traducción. Sin embargo, hasta el momento, los únicos ta-
siRNAs con función biológica conocida son los que derivan del gen TAS3 (Adenot et al., 2006; 
Fahlgren et al., 2006). Las dianas de estos ta-siRNAs son productos de dos genes que codifican para 
factores de respuesta a auxinas (ARF3 y ARF4). Estos genes definen la identidad abaxial y la 
expresión de rasgos de adulto en las hojas (Garcia et al., 2006; Hunter et al., 2006; Marin et al., 2010; 


























Figura 1.6. Representación esquemática de la ruta de los ta-siRNAs en A. thaliana. Ver apartado 1.3.2. 
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1.3.3 Ruta de los nat-siRNAs 
Los nat-siRNAs derivan de pares de genes convergentes denominados NAT (natural antisense 
transcripts) cuya co-expresión genera transcritos sentido/antisentido parcialmente complementarios en 
sus extremos y con el potencial de formar dsRNAs (Figura 1.7). Aunque el mecanismo de biogénesis 
de los nat-siRNAs, de 24 nts de longitud, no se conoce con exactitud, se sabe que es dependiente de 
DCL2, RDR6, SGS3 y la subunidad NRPD1a (NUCLEAR RNA POLYMERASE D1a) de la Pol IV 
(Figura 1.7 y Tabla 1.1) (Borsani et al., 2005; Katiyar-Agarwal et al., 2006). Estos nat-siRNAs actúan 
uniéndose a una proteína AGO todavía sin identificar y guían el corte de los transcritos homólogos. 
Los productos resultantes se convierten en dsRNA por la acción de RDR6 proporcionando así el 
sustrato para la producción en fase de nat-siRNAs de 21 nts de longitud (Figura 1.7). La reacción que 
produce estos nat-siRNAs secundarios es similar a la de los ta-siRNAs, pero en este caso la proteína 
DCL implicada es DCL1 (Figura 1.7). Todavía no se conoce el papel de los nat-siRNAs secundarios, 
pero el corte guiado por nat-siRNAs primarios contribuye a la adaptación de la planta frente a estrés 
salino (Borsani et al., 2005). En arabidopsis existen aproximadamente 2.000 pares de genes con 
configuración NAT, por lo que la formación de nat-siRNAs podría ser un mecanismo bastante 
extendido de regulación de la expresión génica en plantas (Chen, 2009; Katiyar-Agarwal and Jin, 2010; 


















Figura 1.7. Representación esquemática de la ruta de los nat-siRNAs en A. thaliana. Ver apartado 1.3.3. 
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1.3.4 Ruta de los ca-siRNAs 
La gran mayoría de los siRNAs endógenos en la célula vegetal se denominan ca-siRNAs y 
corresponden con sRNA derivados de la heterocromatina aunque también los podemos encontrar en 
regiones intergénicas, secuencias promotoras y genes codificadores de proteínas (Kasschau et al., 
2007; Moazed, 2009). La heterocromatina está asociada con secuencias repetidas de DNA y 
elementos transponibles (transposones y retrotransposones) en centrómeros, telómeros y otros loci 
genómicos y desempeña un papel crítico en la transmisión de los cromosomas, el mantenimiento de 
la estabilidad del genoma y la regulación de la expresión génica (Moazed, 2009). La producción de los 
ca-siRNAs requiere la actividad de la Pol IV y una proteína remodeladora de cromatina denominada 
CLASSY1 (Figura 1.8 y Tabla 1.1) (Herr et al., 2006; Matzke et al., 2006; Smith et al., 2007). Pol IV 
presenta dos complejos, Pol IVA y Pol IVB, que difieren en su subunidad mayor, NRPD1a y 
NRPD1b, respectivamente (Moazed, 2009). Recientemente, estas RNA polimerasas han pasado a 
denominarse Pol IV y Pol V, respectivamente (Wierzbicki et al., 2008). Se cree que la Pol IV 
transcribe regiones de la heterocromatina para dar lugar a transcritos nacientes que podrían ser el 
molde que utiliza RDR2 para generar dsRNAs (Figura 1.8) (Xie et al., 2004). Estas dsRNAs son 
posteriormente procesadas por DCL3 para dar lugar a los ca-siRNAs de 24 nts de longitud (Figura 
1.8) (Xie et al., 2004). Pol V es esencial para la metilación del DNA mediada por los ca-siRNAs 
(Figura 1.8) (Pontier et al., 2005). Pol V posee un motivo GW que le permite interaccionar 
físicamente con los complejos AGO/siRNAs y reclutar las metiltransferasas apropiadas para metilar 
el DNA o las histonas H3-K9 en el gen donde se producen los ca-siRNAs (Cao and Jacobsen, 2002; 
Kato et al., 2003; Naumann et al., 2005; Soppe et al., 2002). De esta manera, los ca-siRNAs actúan 
uniéndose preferentemente a AGO4 y/o AGO6 formando los complejos RITS y controlando de 
manera transcripcional la expresión de sus secuencias diana a través de la metilación del DNA y/o la 
modificación de las histonas del loci del que ellos proceden (Chen, 2009; Kasschau et al., 2007; Lu et 
al., 2005; Mosher et al., 2008; Xie et al., 2004; Zhang et al., 2007). En principio, los ca-siRNAs 
podrían unirse bien con regiones complementarias del DNA o bien con el RNA naciente que se 
transcribe a partir de dicho DNA diana por acción de la PolV (Figura 1.8) (Moazed, 2009). Aunque 
ambos modelos no son excluyentes, diversas líneas de evidencia sugieren como más probable la 
interacción entre el ca-siRNA y la cadena de RNA naciente (Moazed, 2009). Aún se desconoce cómo 
los complejos AGO4/siRNA reclutan a las DNA metiltransferasas (DRM1, DRM2, MET1 y CMT3) 
y las histonas H3-K9 metiltransferasas (KYP y SUVH2) (Tabla 1.1) (Chen, 2009). Para la producción 
de los transcritos derivados de la Pol V son requeridas otras dos proteínas, DRD1, una potencial 
proteína remodeladora de cromatina, y DMS3, una proteína que actúa en el mantenimiento 




















Figura 1.8. Representación esquemática de la ruta de los ca-siRNAs en A. thaliana. Ver apartado 1.3.4. 
1.3.5 Rutas de silenciamiento activadas por transgenes 
La expresión simultanea en los tejidos vegetales de transgenes con orientación sentido y 
antisentido o la expresión directa de transgenes en forma de repeticiones invertidas de una misma 
secuencia, representan un mecanismo exógeno de activación del silenciamiento por RNA pues 
implica la formación directa de largas dsRNAs (Dunoyer et al., 2010a; Han and Grierson, 2002). De 
manera similar, la expresión de una copia sencilla de un transgen produce transcritos en orientación 
sentido que en determinadas circunstancias también son capaces de activar este mecanismo (Dalmay 
et al., 2000). En este proceso, RDR6 probablemente reconoce como molde transcritos derivados del 
transgen con características aberrantes, como la falta de estructura caperuza en 5’ o cola poli(A) en 3’ 
para convertirlos en largas dsRNAs. En ambos casos las dsRNAs resultantes son el sustrato utilizado 
por DCL2, DCL3 y DCL4 para generar siRNAs de 22, 24 y 21 nts, respectivamente (Kasschau et al., 
2007). Los siRNAs de 21 nts se dirigen al citoplasma donde se unen a los complejos inductores de 
silenciamiento por unión a AGO1 y dirigen la degradación del RNA complementario y, 
posiblemente, reprimen su traducción. Los siRNAs de 24 nts permanecen en el núcleo y se 
incorporan a la ruta de los ca-siRNAs, dirigiendo la metilación del DNA complementario y la 




RDR6 y probablemente otras proteínas que intervienen en esta ruta activada por transgenes están 
implicadas en un fenómeno relacionado con el silenciamiento que se denomina transitividad (Himber 
et al., 2003). En la transitividad, los siRNAs primarios, resultado del procesamiento de la molécula de 
dsRNA primaria activadora de silenciamiento, inducen la producción de siRNAs secundarios en 
regiones del RNA diana distintas y distantes de la región complementaria con la molécula inductora 
(Himber et al., 2003). En este proceso, los siRNAs primarios cortan el mensajero diana para generar 
productos de RNA sin estructura caperuza 5’ terminal o cola poli(A) en 3’, y por tanto aberrantes, que 
sirven de molde para que RDR6 extienda la síntesis de dsRNA a lo largo de toda la molécula de RNA 
diana (Axtell et al., 2006). En plantas, la formación de siRNAs secundarios puede ocurrir en dirección 
5’ o en dirección 3’ del sitio de corte inicial y frecuentemente ocurre sin la actuación de un sRNA 
primario que actúe como cebador en la síntesis de la cadena negativa (Moissiard et al., 2007; Sijen et 
al., 2007). La transitividad es por tanto un mecanismo de amplificación de la respuesta de 
silenciamiento, esencial además en el movimiento de la señal de silenciamiento a largas distancias 
dentro de la planta (Brodersen and Voinnet, 2006; Dunoyer et al., 2010b; Molnar et al., 2010). 
1.4 Silenciamiento por RNA y virus de plantas: implicaciones biológicas 
Los virus de plantas activan el mecanismo de silenciamiento por RNA en la célula infectada a 
través de la formación de dsRNA y por tanto, de pequeños RNAs (virus-derived small RNAs, vsRNAs), 
ambos de origen viral (Ding and Voinnet, 2007). De este modo, los vsRNAs formados durante una 
infección entran a formar parte de una compleja matriz reguladora en la que tanto el genoma del virus 
como el de la planta son blancos susceptibles (Dunoyer and Voinnet, 2005). Por un lado, los virus 
tienen el potencial de guiar el auto-silenciamiento de los genomas virales de los que se originan y 
reprimir o limitar la infección viral (Ruiz-Ferrer and Voinnet, 2009). Por otro, los vsRNAs tienen el 
potencial de modular la expresión del genoma del hospedador a través de interacciones funcionales 
con secuencias complementarias de RNA y/o DNA de la planta (Dunoyer et al., 2007; Dunoyer and 
Voinnet, 2005; Llave, 2010). 
El silenciamiento por RNA inducido por virus se produce en tres fases distintas: iniciación, 
amplificación y dispersión sistémica (Ding, 2010; Llave, 2010; Ruiz-Ferrer and Voinnet, 2009). La 
iniciación se activa con la formación de dsRNAs a partir de ssRNA viral. Estas moléculas inductoras 
son reconocidas por las mismas proteínas DCL que actúan en la biogénesis de sRNAs endógenos y a 
continuación procesadas para dar lugar a vsRNAs primarios de 21 a 24 nts de longitud (Ding and 
Voinnet, 2007; Llave, 2010). La amplificación se caracteriza por la producción de vsRNAs 
secundarios procedentes de dsRNAs cuya síntesis es dependiente de la acción de proteínas RDR del 
hospedador (Voinnet, 2008). Estos vsRNAs secundarios participan en la dispersión sistémica del 
silenciamiento, que implica el transporte de la señal de silenciamiento célula a célula y a través del 
floema (Dunoyer et al., 2010a; Dunoyer et al., 2010b; Molnar et al., 2010).  
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En general, la biogénesis y actividad de los vsRNAs derivados de distintas especies de virus de 
plantas están gobernadas por los mismos componentes que controlan las rutas de silenciamiento 
endógenas y que a menudo actúan sobre los genomas virales de manera redundante y coordinada. 
Esto ocurre de forma independiente de la estrategia de replicación o de la localización subcelular de 
los genomas virales (Ding and Voinnet, 2007). Los virus de plantas poseen la facultad de bloquear, al 
menos parcialmente, la maquinaria de silenciamiento por RNA mediante la acción de proteínas virales 
con capacidad supresora. Estas proteínas son muy diversas en cuanto a su secuencia, estructura y 
actividad y son capaces de interferir sobre múltiples puntos de las rutas de silenciamiento 
(Baulcombe, 2002; Burgyan, 2008; Ding and Voinnet, 2007; Martinez-Priego et al., 2008; Qu and 
Morris, 2005; Roth et al., 2004; Ruiz-Ferrer and Voinnet, 2007, 2009; Wu et al., 2010b). 
1.5 Papel de las proteínas DCL en la activación del silenciamiento inducido por virus  
Estudios genéticos con mutantes de pérdida de función para las proteínas DCL en arabidopsis han 
demostrado que la formación de los vsRNAs de 21 a 24 nts está asociada con la actividad de 
procesamiento jerárquica y especializada de las proteínas DCL4, DCL2 y DCL3 (Blevins et al., 2006; 
Bouche et al., 2006; Deleris et al., 2006; Diaz-Pendon et al., 2007; Donaire et al., 2008; Fusaro et al., 
2006; Garcia-Ruiz et al., 2010; Moissiard and Voinnet, 2006). DCL4 es la proteína con mayor 
actividad catalítica sobre las dsRNAs virales. De este modo, los vsRNAs de 21 nts producidos por 
DCL4 son la clase más abundante en los tejidos infectados con la mayoría de los virus con genoma de 
RNA o DNA analizados. En mutantes nulos que carecen de DCL4 o cuando esta actividad 
enzimática está inhibida por acción de alguna proteína supresora de silenciamiento, DCL2 sustituye a 
DCL4 para generar vsRNAs de 22 nts. El acceso de DCL3 a sustratos de dsRNA de origen viral está 
supeditado a la actividad de DCL4 y DCL2, de modo que su eficiencia para generar vsRNAs de 24 
nts es mayor en ausencia de DCL4 y DCL2 (Blevins et al., 2006; Bouche et al., 2006; Deleris et al., 
2006; Diaz-Pendon et al., 2007; Donaire et al., 2008; Fusaro et al., 2006; Garcia-Ruiz et al., 2010; 
Moissiard and Voinnet, 2006). La contribución de DCL1 al conjunto total de las poblaciones de 
vsRNAs en plantas infectadas con distintos virus de RNA es minoritaria (Bouche et al., 2006; Deleris 
et al., 2006). No obstante, en experimentos de secuenciación masiva de sRNAs en plantas infectadas 
con el Virus del mosaico del nabo (Turnip mosaic virus, TuMV) es posible detectar una pequeña 
cantidad de vsRNAs en el triple mutante de arabidopsis dcl2 dcl3 dcl4 (26 veces menor que en Col-0) 
(Garcia-Ruiz et al., 2010). La mayoría de estos vsRNAs son de 21 y 22 nts y se distribuyen a lo largo 
de todo el RNA del virus, por lo que es posible que DCL1 sea capaz de actuar sobre los genomas 
virales cuando la actividad de las otras proteínas DCL está impedida (Garcia-Ruiz et al., 2010). En el 
caso de virus vegetales con genoma de dsDNA, como el Virus del mosaico de la coliflor (Cauliflower 
mosaic virus, CaMV), DCL1 podría jugar un papel indirecto en la biosíntesis de vsRNAs facilitando su 
producción a partir de zonas muy estructuradas en transcritos derivados de la región 35S. Se ha 
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especulado con la posibilidad de que DCL1 libere estas estructuras en horquilla de forma análoga a 
como escinde el pre-miRNA a partir del pri-miRNA, favoreciendo así el acceso a estas zonas de las 
otras tres proteínas DCL (Moissiard and Voinnet, 2006). 
La actividad catalítica de las proteínas DCL está íntimamente ligada a su interacción física y 
específica con distintas proteínas DRB en arabidopsis y otros organismos (Tabla 1.1) (Eamens et al., 
2009; Hiraguri et al., 2005). Durante infecciones con virus de genomas de RNA y DNA, DRB4 
interacciona con DCL4 aumentando su actividad de procesamiento sobre dsRNAs virales y es 
necesaria para un eficiente silenciamiento del virus (Haas et al., 2008; Qu et al., 2008). Sin embargo, 
mutantes drb4 de arabidopsis infectados con el Virus del arrugado del nabo (Turnip crinkle virus, TCV) 
muestran un ligero aumento en los niveles de vsRNAs a pesar del aumento significativo en la 
acumulación del RNA viral (Qu et al., 2008). Este dato sugiere que DRB4 no está directamente 
implicada en la biogénesis de vsRNAs sino que podría actuar estabilizando los vsRNAs de 21 nts 
producidos por DCL4 y facilitando su incorporación a los complejos efectores de silenciamiento, tal y 
como se cree que actúa DRB1 durante la biogénesis de miRNAs en arabidopsis (Eamens et al., 2009; 
Qu et al., 2008). 
1.6 Inductores primarios del silenciamiento por RNA durante la infección viral 
La activación del silenciamiento por RNA durante una infección es el resultado del 
reconocimiento de la dsRNA de origen viral y su posterior procesamiento a vsRNAs por las enzimas 
DCL. La naturaleza y origen de estos sustratos primarios para la síntesis de vsRNAs no está clara, 
aunque se han postulado diversos mecanismos no excluyentes que podrían explicar su formación.  
1) Apareamiento intra-molecular de ssRNA genómico viral y de mRNAs subgenómicos. En la 
mayoría de los virus de plantas, si no todos, es posible predecir por métodos informáticos segmentos 
genómicos con el potencial de plegarse en estructuras secundarias relativamente estables (Donaire et 
al., 2009; Llave, 2010; Moissiard et al., 2007). Estas estructuras en horquilla podrían representar una 
fuente inicial de dsRNA viral a partir de la cual las enzimas DCL pudieran generar cantidades 
discretas de vsRNAs primarios. No está claro sin embargo qué proteínas DCL podrían proporcionar 
dicha actividad procesadora. La actividad catalítica de DCL2, DCL3 y DCL4 se ha descrito 
principalmente sobre sustratos con una configuración de dsRNA con complementariedad perfecta 
(Dunoyer and Voinnet, 2005; Fusaro et al., 2006; Vaucheret, 2006). No obstante, DCL3, y en menor 
medida DCL2 y DCL4, son capaces de procesar pre-miRNAs independientemente de DCL1 y 
generar variantes de tamaño para un miRNA dado (Vazquez et al., 2008). Por tanto, aunque es 
evidente que existen constricciones estructurales y termodinámicas que determinan la idoneidad de 
sustrato para las proteínas DCL (Bouche et al., 2006; Molnar et al., 2005), no es descartable que éstas 




2) Formación de intermediarios de dsRNA durante la replicación y transcripción viral. Si bien no 
existen evidencias directas que confirmen esta hipótesis, las dsRNAs virales se podrían generar por la 
actividad de las RNA polimerasas virales bien como intermediarios en la replicación viral (Dunoyer 
and Voinnet, 2005) y la transcripción (en virus de RNA) o como resultado del apareamiento entre 
transcritos obtenidos a partir de genes convergentes (en los virus de DNA) (Parameswaran et al., 
2010). Para los virus con genoma de ssRNA de polaridad positiva, la formación de dsRNAs durante 
la replicación viral en la célula infectada podría explicarse si la hebra naciente de RNA de polaridad 
negativa quedara anillada con la hebra positiva del RNA genómico viral. También podría ocurrir lo 
contrario, que la progenie de cadena positiva quedara anillada con el molde de cadena negativa. Por 
otra parte, algunos virus de RNA podrían producir dsRNAs durante la síntesis de RNAs 
subgenómicos a partir de moldes de cadena negativa. De este modo, el procesamiento por DCLs de 
estas dsRNAs intermediarias podría resultar en la producción de una población diversa y ubicua de 
vsRNAs primarios, tal y como se ha descrito para virus de RNA en vertebrados e invertebrados 
(Flynt et al., 2009; Parameswaran et al., 2010). 
1.7 Amplificación del silenciamiento inducido por virus mediada por proteínas RDR 
En la amplificación del silenciamiento inducido por virus está implícito un mecanismo adicional 
para la formación de dsRNA en el que las proteínas RDR del hospedador utilizan cadenas positivas 
de ssRNA viral como molde para sintetizar cadenas negativas (Wassenegger and Krczal, 2006). Las 
dsRNAs resultantes son posteriormente procesadas por las proteínas DCL para dar lugar a vsRNAs 
secundarios (Llave, 2010; Ruiz-Ferrer and Voinnet, 2009; Wang et al., 2010). 
El uso de mutantes de pérdida de función ha permitido vincular la producción de vsRNAs en 
distintos virus de plantas con la actividad de distintas proteínas RDR del hospedador. De las 6 
proteínas RDR identificadas en arabidopsis, sólo RDR1, RDR2 y RDR6 se han asociado con la 
amplificación del silenciamiento por RNA y la síntesis de vsRNAs secundarios durante la infección 
viral. RDR1, RDR6, y probablemente RDR2, parecen tener diferente afinidad sobre los genomas 
virales. Se conoce muy poco acerca de esta especificidad de sustrato aunque podría estar influenciada 
por la actividad supresora de silenciamiento de proteínas virales (Diaz-Pendon et al., 2007; Garcia-
Ruiz et al., 2010; Moissiard et al., 2007). Por ejemplo, RDR1 no es requerida para la producción de 
vsRNAs en plantas infectadas con aislados silvestres del Virus del mosaico del pepino (Cucumber 
mosaic virus, CMV) u otros virus de RNA (Deleris et al., 2006; Yu et al., 2003). Sin embargo, RDR1 es 
necesaria para la acumulación de vsRNAs en plantas infectadas con clones infecciosos de CMV que 
carecen de la proteína supresora 2b (Diaz-Pendon et al., 2007; Wang et al., 2010). La biogénesis de 
vsRNAs en plantas infectadas con el Virus del mosaico del tabaco (Tobacco mosaic virus, TMV) está 
disminuida en mutantes simples de arabidopsis para rdr1 o rdr6, lo que indica que por si solas estas 
proteínas contribuyen de manera relevante en la producción de vsRNAs derivados de este virus (Qi et 
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al., 2009). Sin embargo, la desactivación genética de genes RDR individuales raramente manifiesta un 
efecto drástico en la producción de vsRNAs. Este hecho probablemente se deba a un fenómeno de 
redundancia funcional entre las enzimas RDR. Por ejemplo, en la biogénesis de los vsRNAs 
derivados de TuMV es necesaria la actividad conjunta de RDR1 y RDR6 (Garcia-Ruiz et al., 2010), 
mientras que las tres proteínas RDR1, RDR2 y RDR6 se requieren de forma conjunta para una 
biogénesis efectiva de vsRNAs secundarios derivados del Virus del cascabeleo del tabaco (Tobacco 
rattle virus, TRV) (Donaire et al., 2008).  
Se han propuesto varios mecanismos que de forma no excluyente tratan de explicar cómo las 
enzimas RDR reconocen y copian los RNAs molde (Curaba and Chen, 2008). RDR6 y quizás RDR1 
y RDR2 podrían utilizar como molde RNAs aberrantes que carezcan de las características que definen 
a los mRNAs celulares (como estructuras 5’ o colas poli(A) en 3’) y convertirlos en dsRNAs. Es por 
tanto factible especular que se formen RNAs aberrantes de origen viral como consecuencia de los 
altos niveles de replicación y/o sobre-expresión de genes virales en células infectadas o de procesos 
de degradación del RNA viral mediados por vsRNAs primarios (Axtell et al., 2006). Sin embargo, 
experimentos in vitro empleando purificados de proteína RDR6 de arabidopsis expresada de forma 
transitoria en Nicotiana benthamiana demuestran que al menos esta enzima no es capaz de discriminar 
RNAs molde con o sin estructura caperuza en 5’ o cola poli(A) en 3’ por lo que este mecanismo de 
reconocimiento de RNA aberrantes implicaría la colaboración de otros factores celulares (Curaba and 
Chen, 2008). Podría ocurrir que la asociación in vivo de proteínas de unión a la cola poli(A) del 
extremo 3’ del mRNA debilite o restrinja el acceso de RDR6 al sitio de unión del RNA molde. Por el 
contrario, RNAs sin cola poli(A) podrían no estar tan bien protegidos y volverse accesibles para la 
actividad polimerasa de RDR6 (Herr et al., 2006). Las nuevas hebras de RNA recién sintetizadas por 
las RDRs podrían desenrollarse de la dsRNA por la acción de una RNA helicasa in vivo y utilizarse 
como molde/sustrato para una segunda ronda de síntesis de dsRNA. Esta idea se sustenta en el 
hecho de que la amplificación del silenciamiento y la síntesis de vsRNAs secundarios requieran la 
actividad helicasa de SDE3 (Curaba and Chen, 2008). Otra teoría propone que las proteínas RDR 
podrían usar vsRNAs primarios como cebadores en la síntesis de cadenas complementarias a partir 
del RNA viral. Sin embargo, al menos RDR6 es incapaz de usar in vitro un sRNA de 21 nts como 
cebador para sintetizar dsRNA (Curaba and Chen, 2008). Existen varias hipótesis para explicar la 
amplificación del silenciamiento dependiente de RDR durante la infección con virus con genoma de 
ssDNA (cuya replicación no implica intermediarios de RNA), como los geminivirus. Por ejemplo, la 
sobre-expresión de los genes virales podría dar lugar a transcritos con características aberrantes que 
serían reconocidos por RDR6 y los usaría como molde para sintetizar dsRNAs (Curaba and Chen, 
2008). También sería posible que transcritos antisentido superpuestos derivados del genoma viral 
iniciaran el silenciamiento a través de RDR6 de manera similar a lo que ocurre en la biosíntesis de los 
nat-siRNAs (ver apartado 1.3.3)(Borsani et al., 2005). Sin embargo, considerando que RDR6 es capaz 
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de usar ssDNA como molde, la amplificación del silenciamiento podría explicarse si RDR6 
reconociera el ssDNA genómico viral como molde para generar ssRNAs que podrían posteriormente 
anillar con el mRNA viral que se está expresando o ser usado por RDR6 como molde para sintetizar 
dsRNAs (Curaba and Chen, 2008). Ya que aparentemente RDR6 no puede usar dsDNA como 
molde, en virus con genoma de dsDNA como CaMV, algún intermediario de ssDNA podría actuar 
como molde para la actividad RDR6 (Curaba and Chen, 2008). 
1.8 Características bioquímicas de los vsRNAs 
Al igual que el resto de los sRNAs en plantas, los vsRNAs tienen la estructura típica de productos 
de corte catalizados por enzimas DCL en forma de dúplex con un grupo monofosfato en 5’, un 
grupo hidroxilo en 3’ y 2 nts desapareados en el extremo 3’ (apartado 1.2.1) (Akbergenov et al., 2006; 
Donaire et al., 2009; Garcia-Ruiz et al., 2010; Ho et al., 2006; Qi et al., 2009; Szittya et al., 2010; Wang 
et al., 2010). La presencia de un grupo 5' monofosfato puede inferirse por tratamientos con fosfatasa 
(Szittya et al., 2010) y porque los vsRNAs son capaces de actuar como sustrato en reacciones 
catalizadas por la T4 RNA ligasa en experimentos de clonación que implican ligación en el extremo 5' 
de los sRNAs (Akbergenov et al., 2006; Donaire et al., 2009; Garcia-Ruiz et al., 2010; Ho et al., 2006; 
Qi et al., 2009; Szittya et al., 2010; Wang et al., 2010). En C. elegans, los siRNAs secundarios portan 
grupos di o trifosfatos en el extremo 5' y son de orientación antisentido. Éstos resultan de la síntesis 
directa y en fase de RNA por acción de una proteína RdRp celular que se une a un sitio interno del 
mRNA y lo usa como molde para generar siRNAs secundarios (Pak and Fire, 2007; Sijen et al., 2007). 
Probablemente, este mecanismo no sea operativo en la biogénesis de vsRNAs derivados de virus de 
plantas ya que RDR6 en arabidopsis, al contrario que la proteína de C. elegans, no puede sintetizar in 
vitro RNAs más pequeños que el RNA molde (Curaba and Chen, 2008). Además, la biogénesis de 
vsRNAs en plantas es dependiente de la actividad DCL como sugiere el hecho de que los vsRNAs en 
el triple mutante dcl2 dcl3 dcl4 se acumulan con frecuencia por debajo de los niveles de detección en 
experimentos de hibridación (Bouche et al., 2006; Deleris et al., 2006; Donaire et al., 2008; Garcia-
Ruiz et al., 2010).  
Al igual que la mayoría de los sRNAs endógenos de plantas, los vsRNAs están metilados en la 
posición 2’-OH o 3’-OH del nucleótido desapareado en el extremo 3’ por la acción de la RNA 
metiltransferasa HEN1 (Akbergenov et al., 2006; Li et al., 2005; Yu et al., 2006; Yu et al., 2005). La 
metilación en el nucleótido 3’ terminal del sRNA no es esencial para su actividad o su ensamblaje en 
el complejo efector, pero podría proteger a los sRNAs, y posiblemente a los vsRNAs, de la 
degradación por las nucleasas SDN1 y de la uridilación en el extremo 3’ (Li et al., 2005). De hecho, 
los sRNAs endógenos y los vsRNAs aumentan en tamaño en mutantes hen1 de arabidopsis debido a 
la adicción de residuos de uridina en el extremo 3’ terminal (Akbergenov et al., 2006; Li et al., 2005). 
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Por otro lado, los vsRNA podrían estar sujetos a las mismas modificaciones enzimáticas o ediciones 
del RNA que afectan al resto de miRNAs y siRNAs endógenos en plantas (Ebhardt et al., 2009). 
1.9 Composición de las poblaciones de vsRNAs 
Las nuevas tecnologías de secuenciación de alto rendimiento han contribuido de manera muy 
notable a descifrar el “sRNoma” de diferentes organismos, incluyendo los virus de plantas (Donaire 
et al., 2009; Kasschau et al., 2007; Lu et al., 2005). En la actualidad, las tres plataformas de 
secuenciación masiva de DNA más usadas son: Roche/454 FLX Pyrosequencer, Solexa/Illumina Genome 
Analyzer  y Applied Biosystems SOLiDTM Sequencer. El empleo de estas nuevas tecnologías de 
secuenciación ha permitido ampliar los datos obtenidos en ensayos de hibridación o secuenciación 
convencional y caracterizar de forma cada vez más precisa las poblaciones de vsRNAs que se forman 
durante las infecciones virales en plantas. Cada una de estas tres plataformas utiliza una metodología 
propia para amplificar y secuenciar a gran escala moléculas de DNA complementarias (cDNA) 
obtenidas por transcripción inversa (RT) a partir de los productos resultantes de la ligación de los 
sRNAs con adaptadores de RNA (ver apartado 3.6 de Material y Métodos). Estas tecnologías 
permiten reducir el coste y el esfuerzo que supone la clonación de estos fragmentos en bacterias y su 
posterior secuenciación por métodos tradicionales. Además la ultra-secuenciación posibilita un 
formato de secuenciación denominado multiplex en el que el uso de adaptadores con una secuencia 
identificadora o código de barras permite secuenciar distintas colecciones en la misma carrera de 
secuenciación. Aunque el tiempo necesario para cada reacción de secuenciación es mayor, el número 
de lecturas aumenta significativamente con respecto a la secuenciación por capilares. Las lecturas 
obtenidas en estas plataformas de secuenciación masiva pueden variar entre varios cientos de miles 
(Roche/454) a varios millones de lecturas (Illumina y Applied Biosystems SOLiD) (revisado por 
Mardis, 2008), por lo que representan un medio idóneo para estudiar la abundancia, complejidad y 
diversidad de las poblaciones de vsRNAs en los tejidos infectados. 
Los virus vegetales con genoma de RNA o DNA generan cantidades masivas de vsRNAs, los 
cuales comparten características comunes independientemente de la organización y expresión 
genómica y de la estrategia de replicación del virus del que proceden. Esta observación corrobora la 
idea apuntada previamente de que todos los virus de plantas están sujetos a las mismas rutas de 
silenciamiento sea cual sea su origen taxonómico. Las poblaciones de vsRNAs son 
extraordinariamente complejas y diversas en su composición como lo demuestra el hecho de que los 
vsRNAs derivan de cualquier región genómica del virus y no de regiones concretas (Donaire et al., 
2009; Garcia-Ruiz et al., 2010; Ho et al., 2007; Qi et al., 2009; Wang et al., 2010). Como resultado, los 
vsRNAs generados por la mayoría de los virus en la planta infectada se pueden ensamblar en largos 
contigs que comprenden la longitud completa del genoma viral. De hecho, recientemente se ha 
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demostrado que es posible la secuenciación de novo de genomas virales mediante el ensamblaje de los 
vsRNAs que se derivan de éstos (Kreuze et al., 2009; Wu et al., 2010a). 
Algunos sistemas planta-virus producen cantidades asimétricas de vsRNAs de polaridad sentido y 
antisentido, generalmente con dominancia de las especies derivadas de las cadenas positivas virales 
(Donaire et al., 2009; Molnar et al., 2005; Qi et al., 2009). Esta asimetría en la polaridad de cadena no 
tiene hasta el momento una explicación satisfactoria. Por ejemplo, el 80% de los vsRNA en tejido 
infectado con TMV son de polaridad positiva lo que supone un ratio comparable al de cadenas 
positivas y negativas de RNA viral (aproximadamente 1:100) formadas durante la replicación de este 
virus (Qi et al., 2009). Otros sistemas planta-virus producen vsRNAs derivados de la cadenas virales 
positivas y negativas en casi la misma proporción (Donaire et al., 2009; Garcia-Ruiz et al., 2010; Wang 
et al., 2010). Esta distribución simétrica es coherente con un mecanismo de biogénesis en el que los 
vsRNAs resulten del procesamiento de largas dsRNAs virales donde las cadenas positivas y negativas 
se presentan en la misma cantidad.  
Otra característica universal en las poblaciones de vsRNAs es que las secuencias, 
independientemente de su polaridad, están distribuidas desigualmente a lo largo del genoma del virus 
correspondiente (Donaire et al., 2008; Donaire et al., 2009; Ho et al., 2007; Moissiard and Voinnet, 
2006; Molnar et al., 2005; Qi et al., 2009; Szittya et al., 2010; Szittya et al., 2002). Este patrón 
heterogéneo refleja la presencia de regiones genómicas con diferente densidad y diversidad de 
vsRNAs. Por ejemplo, los vsRNAs son más abundantes en las regiones que producen los RNAs 
subgenómicos del virus, que pueden proporcionar un aumento sustancial de RNA para la síntesis de 
dsRNA (Donaire et al., 2008; Donaire et al., 2009; Parameswaran et al., 2010; Wang et al., 2010). 
Además, existen puntos concretos en diversas posiciones del genoma de cada virus en los que los 
vsRNAs se aglomeran formando puntos calientes (hotspots) de acumulación preferente de vsRNAs. 
Normalmente el mapa de distribución de vsRNAs a lo largo de un virus concreto refleja la existencia 
de puntos calientes para los vsRNAs de 21, 22 y 24 nts, que con frecuencia se localizan en las mismas 
regiones genómicas del virus (Donaire et al., 2008; Donaire et al., 2009; Ho et al., 2007; Qi et al., 
2009). 
1.10 Requerimientos estructurales asociados a la biogénesis de vsRNAs 
Las evidencias genéticas junto con datos obtenidos por secuenciación masiva sugieren que la gran 
mayoría de los vsRNAs producidos en el tejido vegetal son secundarios y derivan de dsRNAs 
originadas por la actividad preferente de RDR1 y RDR6 (Donaire et al., 2009; Wang et al., 2010). Sin 
embargo, la contribución de cada uno de los posibles mecanismos de síntesis de dsRNA viral en la 
biogénesis de vsRNAs no está clara. La acumulación preferencial de vsRNAs de polaridad positiva o 
la existencia de vsRNAs en puntos calientes parecen indirectamente sugerir un modelo por el cual las 
regiones estructuradas en la cadena de ssRNA servirían como sustrato prioritario para el corte por 
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DCL, como se ha propuesto para los vsRNAs derivados del Virus de la mancha en anillo del 
cimbidium (Cymbidium ring spot virus, CymRSV) (Molnar et al., 2005). Sin embargo, no ha sido posible 
establecer una correlación válida en ningún genoma viral entre las estructuras ahorquilladas predichas 
por métodos informáticos en la ssRNA viral y la existencia de puntos calientes de vsRNAs (Donaire 
et al., 2008; Donaire et al., 2009; Garcia-Ruiz et al., 2010; Ho et al., 2007; Qi et al., 2009). Del mismo 
modo, la distribución ubicua de los vsRNAs a lo largo del genoma viral no satisface esta teoría.  
Para varios virus se ha comprobado que regiones del genoma viral que albergan puntos calientes 
de vsRNAs son normalmente ricas en GC. Este hecho es consistente con la idea de que el contenido 
en GC determina la estabilidad de las estructuras secundarias de RNA, favoreciendo así la estabilidad 
del precursor de dsRNA y por tanto su procesamiento por las distintas DCL y la estabilidad del 
dúplex de vsRNAs (Donaire et al., 2009; Ho et al., 2007). 
1.11 Silenciamiento génico como mecanismo antiviral en plantas 
El silenciamiento por RNA es un potente mecanismo de defensa antiviral en el que la dsRNA 
producida por el virus durante la infección es reconocida como un patrón molecular asociado al 
patógeno (Pathogen-associated molecular pattern, PAMP) (Ding, 2010). En este proceso están implicadas, al 
menos, las proteínas DCL, RDR y AGO de la planta, ya que mutantes deficientes para estas proteínas 
presentan alterada la susceptibilidad a la infección por distintos virus. 
1.11.1 Papel de las proteínas DCL en defensa antiviral 
Las proteínas DCL son consideradas receptores de la respuesta innata antiviral (Pattern recognition 
receptors, PRRs) basada en silenciamiento por RNA puesto que reconocen y procesan las moléculas 
inductoras de dsRNA de origen viral (Aliyari and Ding, 2009; Ding, 2010; Parameswaran et al., 2010). 
DCL4 es la proteína DCL con mayor actividad antiviral. Plantas de arabidopsis portadoras del alelo 
mutante dcl4 son híper-susceptibles a la infección por virus de RNA y DNA. Aunque 
conceptualmente no es obvio que deba existir una correlación positiva entre multiplicación viral y 
virulencia en las interacciones planta-virus (Pagan et al., 2007), el incremento del título viral en las 
plantas deficientes en DCL4 normalmente se asocia con un aumento en la gravedad de los síntomas 
de la infección (Blevins et al., 2006; Bouche et al., 2006; Deleris et al., 2006; Diaz-Pendon et al., 2007; 
Donaire et al., 2008; Fusaro et al., 2006; Moissiard and Voinnet, 2006). El efecto antiviral de DCL2 
está frecuentemente, pero no siempre, subordinado a DCL4 de modo que suele ser evidente cuando 
DCL4 está comprometida o inhibida por acción de alguna proteína viral supresora (Bouche et al., 
2006; Deleris et al., 2006; Wang et al., 2010). En algunos casos es necesario inactivar simultáneamente 
DCL4 y DCL2 para observar un aumento en la acumulación viral, que está asociado con una 
disminución de la cantidad de vsRNAs producidos en los tejidos infectados (Bouche et al., 2006; 
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Deleris et al., 2006; Diaz-Pendon et al., 2007; Donaire et al., 2008; Fusaro et al., 2006; Garcia-Ruiz et 
al., 2010). DCL2 parece tener una actividad modular en el silenciamiento antiviral ya que los vsRNAs 
de 22 nts producidos en mutantes dcl4 no son capaces de restringir el movimiento de TuMV 
deficiente en su supresor HC-Pro desde las hojas inoculadas hacia a las hojas caulinares, pero sí hacia 
las inflorescencias (Garcia-Ruiz et al., 2010). DCL3, que genera vsRNAs de 24 nts en ausencia de 
DCL4, no participa en la defensa antiviral frente a virus de RNA como lo sugiere el hecho de que 
DCL3 no restrinja la acumulación viral en dobles mutantes dcl2 dcl4 y que estas líneas mutantes sean 
híper susceptibles a la infección (Bouche et al., 2006; Deleris et al., 2006; Diaz-Pendon et al., 2007; 
Donaire et al., 2008; Garcia-Ruiz et al., 2010). No obstante en infecciones con el virus CMV 
deficiente en su proteína supresora 2b, DCL3 podría actuar potenciando el silenciamiento antiviral 
conferido por DCL4 (Diaz-Pendon et al., 2007). DCL3 sí está implicada, junto con DCL4 y DCL2, 
en defensa antiviral en infecciones con virus de DNA que se replican en el núcleo. Para los 
caulimovirus con genoma de dsDNA y los geminivirus con genoma de ssDNA, DCL4 y DCL3 son 
las proteínas DCL más activas en silenciamiento antiviral, mientras que DCL2 sólo opera cuando 
DCL4 está inactivada (Blevins et al., 2006; Moissiard and Voinnet, 2006; Qu et al., 2008). 
La susceptibilidad a la infección no varía sustancialmente en plantas deficientes en DCL1, lo que 
sugiere que esta enzima no está directamente implicada en silenciamiento antiviral (Moissiard and 
Voinnet, 2006). Sin embargo, existen evidencias genéticas de que puede desempeñar un papel 
indirecto en la respuesta inmune frente a virus. Así, DCL1 actúa regulando negativamente la 
expresión de DCL4 y DCL3 (Qu et al., 2008), de ahí que la respuesta antiviral impuesta por DCL4 
esté exacerbada en mutantes hipomorfos dcl1. Es posible que algún miRNA dependiente de DCL1, 
todavía sin identificar, actúe silenciando el mRNAs de DCL4 o de algún factor de transcripción 
requerido para su actividad (Qu et al., 2008).  
1.11.2 Papel de las proteínas RDR en defensa antiviral 
El hecho de que plantas con disfunción en una o varias enzimas RDR muestren una 
susceptibilidad alterada frente a la infección por ciertos virus de RNA y DNA sugiere que estas 
proteínas son importantes componentes antivirales en las plantas (Deleris et al., 2006; Donaire et al., 
2008; Mourrain et al., 2000; Schwach et al., 2005). La lógica de esta asunción es que las proteínas 
RDR del hospedador refuerzan las respuestas primarias del silenciamiento a través de la formación de 
vsRNAs secundarios. Plantas de A. thaliana, N. tabacum o N. benthamiana deficientes en RDR6 o 
RDR1 muestran mayor susceptibilidad a la infección por ciertos virus de RNA, mientras que para 
otros virus esta susceptibilidad no está alterada (Deleris et al., 2006; Donaire et al., 2008; Mourrain et 
al., 2000; Qu et al., 2005; Schwach et al., 2005; Yang et al., 2004; Yu et al., 2003). Varios trabajos han 
demostrado recientemente que el silenciamiento antiviral frente algunos virus es dependiente de la 
actividad conjunta de al menos RDR1 y RDR6. Dobles o triples mutantes de arabidopsis que 
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impliquen la pérdida de función de RDR1, RDR2 y RDR6 son más susceptibles a la infección por 
TRV, CMV o TuMV (Donaire et al., 2008; Garcia-Ruiz et al., 2010; Wang et al., 2010). Estudios 
recientes demuestran que RDR1, RDR2 y RDR6 contribuyen a la inmunidad sistémica basada en 
silenciamiento a través de la amplificación de la síntesis de vsRNAs (Donaire et al., 2008; Garcia-Ruiz 
et al., 2010; Wang et al., 2010). Sin embargo, la correlación entre acumulación de vsRNAs secundarios 
dependientes de actividades RDR y silenciamiento antiviral no es obvia en todos los casos. Por 
ejemplo, RDR1, RDR2 y RDR6 actúan de manera complementaria y coordinada en silenciamiento 
antiviral durante la infección con TuMV en hojas inoculadas (Garcia-Ruiz et al., 2010). Para restringir 
la infección de este virus y que no invada hojas caulinares, se necesita la actividad conjunta de RDR1 
y RDR6, mientras que RDR1 o RDR6 solas o combinadas son suficientes para excluir la infección de 
TuMV de las inflorescencias (Garcia-Ruiz et al., 2010). Sin embargo, tan solo RDR1, y no RDR2 o 
RDR6, parece ser crítica en la biogénesis de los vsRNAs derivados de TuMV durante la infección. 
Estos resultados son difíciles de explicar y podrían estar relacionados con la actividad de alguna 
proteína supresora de silenciamiento viral sobre las rutas dependientes de proteínas RDR (Garcia-
Ruiz et al., 2010). La amplificación del silenciamiento antiviral también podría estar influenciada por 
variaciones en el patrón de expresión de las proteínas RDR en los distintos tejidos de la planta y por 
posibles variaciones en el nivel basal de vsRNAs primarios en los tejidos infectados, cuya síntesis es 
independiente de RDR (Garcia-Ruiz et al., 2010). 
1.11.3 Papel de las proteínas AGO en defensa antiviral 
De las diez proteínas AGO identificadas en arabidopsis, sólo cuatro de ellas se han relacionado 
con defensa antiviral: AGO1, AGO7, AGO4 y recientemente AGO2. Como ya se ha mencionado 
previamente, AGO1 y AGO7 promueven el corte endonucleolítico del mRNA diana en el centro de 
la región de complementariedad con el sRNA/miRNA correspondiente (Vaucheret, 2008). Plantas de 
arabidopsis deficientes en AGO1 o AGO7 son híper susceptibles a la infección por diversos virus de 
RNA y muestran síntomas más graves de la enfermedad (Morel et al., 2002; Qu et al., 2008; Zhang et 
al., 2006). El aumento en la acumulación viral en plantas mutantes ago1 está acompañado de una 
disminución significativa en los niveles de vsRNAs, lo que apoya la idea de que estos vsRNAs se 
estabilizan al incorporarse en los complejos AGO (Qu et al., 2008). Aunque la actividad de AGO1 
parece ser más eficiente en silenciamiento de RNAs virales con distintos grados de estructura 
secundaria, AGO7 parece actuar con eficiencia similar, probablemente funcionando como sustituto 
en ausencia de AGO1 (Qu et al., 2008). Recientemente se ha demostrado que AGO2 también 
interviene en defensa antiviral ya que plantas de arabidopsis deficientes en esta proteína son híper 
susceptibles a la infección por TCV y CMV, hecho que además está asociado con un aumento en la 
gravedad de los síntomas de la infección (Harvey et al., 2011).  
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Las proteínas AGO también desempeñan un papel en defensa antiviral frente a virus nucleares 
con genoma de DNA (Raja et al., 2008; Ruiz-Ferrer and Voinnet, 2009). AGO4 y AGO6 operan 
durante el silenciamiento transcripcional y son necesarias para el establecimiento y mantenimiento de 
la metilación del DNA (Vaucheret, 2008). Mutantes de arabidopsis deficientes en metilación, incluido 
ago4, son híper susceptibles a la infección por geminivirus, lo que está correlacionado con una 
reducción en la metilación de citosinas en el DNA viral (Raja et al., 2008; Raja et al., 2010). Además, 
la recuperación de las plantas tras la infección con geminivirus que carecen de supresor de 
silenciamiento correlaciona con una híper metilación del DNA viral y requiere de AGO4 como 
componente de la ruta de metilación dirigida por vsRNAs (Raja et al., 2008; Raja et al., 2010; Ruiz-
Ferrer and Voinnet, 2009). 
1.12 Bases moleculares de la defensa antiviral mediada por silenciamiento por RNA 
Aunque son múltiples las evidencias que sostienen un papel del silenciamiento inducido por las 
dsRNA virales en la defensa frente a virus no están claros cuales son los mecanismos por los que esta 
respuesta antiviral tiene lugar. El procesamiento de las dsRNAs de origen viral mediado por las 
proteínas DCL representa un paso clave en el control de la infección y por si misma podría ser 
suficiente para limitar la multiplicación del virus como ocurre en células de D. melanogaster infectadas 
con Flock house virus (FHV) (Flynt et al., 2009). Sin embargo, como ya se ha comentado en el apartado 
anterior, los altos niveles de acumulación de vsRNAs de 24 nts producidos por DCL3 en dobles 
mutantes dcl2 dcl4 de arabidopsis infectados con distintos virus sugieren un procesamiento muy eficaz 
de la dsRNA viral que sin embargo no se traduce en un descenso significativo ni del título viral ni en 
la respuesta de silenciamiento (Bouche et al., 2006; Deleris et al., 2006; Diaz-Pendon et al., 2007; 
Donaire et al., 2008; Garcia-Ruiz et al., 2010). Por tanto, la acumulación de vsRNAs en plantas 
infectadas es un reflejo bastante impreciso de una actividad de silenciamiento antiviral (Garcia-Ruiz et 
al., 2010). Esto es así porque el efecto antiviral del silenciamiento parece residir en la carga de los 
vsRNAs en los complejos efectores de silenciamiento a través de su unión a las proteínas AGO 
(Ameres et al., 2007; Ciomperlik et al., 2011; Deleris et al., 2006; Pantaleo et al., 2007; Zhang et al., 
2006) y porque las distintas clases de vsRNAs funcionan diferencialmente durante la defensa antiviral 
(Bouche et al., 2006; Deleris et al., 2006; Diaz-Pendon et al., 2007; Donaire et al., 2008; Garcia-Ruiz 
et al., 2010).  
Los vsRNAs que se producen durante las infecciones virales muestran una clara tendencia a 
comenzar por U o A y en menor medida por C y guanina (G) (Donaire et al., 2009; Garcia-Ruiz et al., 
2010; Qi et al., 2009). De este modo, los vsRNAs portan la identidad de secuencia en el extremo 5’ 
apropiada para poder ser incorporados selectivamente en múltiples complejos AGO. Aislamientos de 
AGO1 por inmunoprecipitación a partir de plantas infectadas con CMV o CymRSV confirman su 
capacidad de asociarse con vsRNAs (Pantaleo et al., 2007; Zhang et al., 2006). Igualmente, AGO2 y 
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AGO5 unen selectivamente vsRNAs derivados de CMV y TCV, sugiriendo que otras proteínas AGO 
no caracterizadas hasta el momento podrían también estar implicadas en defensa antiviral, aún 
cuando éstas carezcan de los residuos catalíticos requeridos potencialmente para el corte de moléculas 
de RNA (Harvey et al., 2011; Takeda et al., 2008). 
Una vez incorporados en los complejos efectores del silenciamiento, los vsRNAs parecen ser 
totalmente competentes para el reconocimiento y desactivación de las moléculas de RNA o DNA 
diana (Dunoyer and Voinnet, 2005; Pantaleo et al., 2007). El potencial regulador de los vsRNAs se 
observó por primera vez en plantas infectadas con vectores virales que portaban secuencias derivadas 
de genes del hospedador (Burton et al., 2000; Ratcliff et al., 2001). En estas plantas la dispersión 
sistémica del virus quimera iba acompañada por el silenciamiento del gen endógeno diana (Burch-
Smith et al., 2006). El principio subyacente de este fenómeno reside en el hecho de que de la misma 
forma que el genoma viral es diana de la respuesta de silenciamiento mediada por vsRNAs, cualquier 
secuencia nuclear que sea complementaria al RNA viral puede ser reconocida y degradada por 
complejos AGO portadores de vsRNAs relacionados (Burch-Smith et al., 2006). El efecto inhibidor 
del silenciamiento sobre las infecciones virales también explica, al menos parcialmente, los fenotipos 
de recuperación y protección cruzada observados en múltiples sistemas compatibles de interacción 
planta-virus (Chellappan et al., 2004; Ratcliff et al., 1999). Durante la infección, los niveles de RNA 
viral son inicialmente altos para luego disminuir con una replicación persistente del virus a bajo nivel. 
Además, las plantas recuperadas de la infección pueden eventualmente convertirse en inmunes contra 
la infección por otros virus homólogos (Ratcliff et al., 1999). 
Sin embargo, las evidencias moleculares para proponer que el silenciamiento antiviral radica en la 
acción de vsRNAs y que depende del corte endonucleolítico de los genomas virales son poco 
concluyentes. El hecho de que AGO1 y AGO7, componentes esenciales de la defensa antiviral, se 
asocien con vsRNAs en los tejidos infectados es un buen indicativo de que el RNA viral es diana, al 
menos en parte, de la actividad de corte de las proteínas AGO (Baumberger and Baulcombe, 2005; Qi 
et al., 2005; Qu et al., 2008; Zhang et al., 2006). Además, ya que los complejos AGO que contienen 
sRNAs endógenos median el corte de los mRNAs diana y la inhibición de su traducción, es muy 
probable que los vsRNAs ejerzan auto-silenciamiento por estos dos mecanismos de represión 
(Brodersen and Voinnet, 2006). Otra evidencia indirecta reside en el hecho de que extractos proteicos 
obtenidos a partir de plantas infectadas con virus poseen actividad de corte sobre los 
correspondientes genomas virales in vitro (Ciomperlik et al., 2011; Omarov et al., 2006). 
Mediante ensayos de expresión transitoria con Agrobacterium tumefaciens y empleando 
construcciones que sirven como sensores de la actividad endonucleolítica de los complejos efectores 
de silenciamiento ha sido posible demostrar que, en tejido infectado con CymRSV, los complejos 
AGO unidos a vsRNAs son capaces de guiar el corte específico, más que la inhibición de la 
traducción, de RNAs virales (Pantaleo et al., 2007Szittya et al 2010). La expresión transitoria de 
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sensores que contiene secuencias virales en tejidos infectados de la planta resulta en la aparición de 
múltiples especies de RNA derivadas del sensor. Estas moléculas, de menor longitud que el mRNA, 
son el resultado del procesamiento del mRNA sensor en distintas posiciones dentro de la región 
complementaria con el RNA viral (Pantaleo et al., 2007 Szittya). Curiosamente, los sitios de corte 
ocurren preferentemente en ciertas regiones de la secuencia diana a pesar de que el virus genera 
vsRNAs a lo largo de todo su genoma. Es más, estas mismas zonas de corte preferencial también se 
observan al analizar productos de procesamiento de RNA viral en plantas infectadas (Pantaleo et al., 
2007) y no necesariamente coinciden con las zonas de acumulación preferente de vsRNAs descritos 
para este virus (Donaire et al., 2009; Szittya et al., 2010). Probablemente, estos sitios catalíticos vengan 
condicionados por la accesibilidad de los complejos AGO al RNA diana que a su vez está 
comprometida por la estructura local del RNA (Ameres et al., 2007; Overhoff et al., 2005). Esta 
accesibilidad también puede estar bloqueada por proteínas de unión a RNA tanto virales como del 
hospedador (Ameres et al., 2007). 
La inmunidad basada en silenciamiento por RNA contra los virus de DNA tiene un fuerte 
componente transcripcional (Voinnet, 2005a). Ya que estos virus forman episomas en el núcleo, sus 
genomas están sujetos a las mismas modificaciones epigenéticas que afectan al genoma del 
hospedador. Los miembros de la familia Geminiviridae replican su ssDNA circular usando la 
maquinaria de replicación del hospedador para formar minicromosomas de dsRNA (Raja et al., 2008). 
Los productos de la transcripción de estos minicromosomas están sometidos tanto a silenciamiento 
transcripcional dependiente de metilación como a silenciamiento post-transcripcional con el fin de 
reprimir su transcripción y su replicación. De acuerdo con esto, los vsRNAs de 24 nts asociados con 
AGO4 probablemente restringen la transcripción viral induciendo la condensación de la cromatina de 
los episomas y minicromosomas virales en el núcleo de las células vegetales (Raja et al., 2008; Raja et 
al., 2010).  
1.13 Regulación por vsRNAs de la expresión de genes del hospedador durante la 
infección viral 
Además de su función antiviral, algunos trabajos señalan la posibilidad de que los vsRNAs puedan 
inhibir la expresión de genes del hospedador (Donaire et al., 2009; Moissiard and Voinnet, 2006; Qi et 
al., 2009). Esta hipótesis es razonable ya que la asociación de los vsRNAs con los distintos complejos 
AGO puede facilitar la interacción funcional con el RNA o la cromatina del hospedador (Mi et al., 
2008; Takeda et al., 2008; Vaucheret, 2008). Un precedente ya se ha descrito para algunos virus de 
mamíferos con genoma de DNA que producen un limitado número de vsRNAs a partir de regiones 
estructuradas de su genoma los cuales son capaces de interferir en trans con la expresión de ciertos 
transcritos del hospedador (Pfeffer and Voinnet, 2006). Por otra parte, la capacidad de los vsRNAs de 
reconocer secuencias endógenas complementarias es inherente al mecanismo de silenciamiento 
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génico inducido por virus (virus-induced gene silencing, VIGS) en estudios de genómica funcional en 
plantas. En estos estudios se emplean virus recombinantes portadores de secuencias génicas de la 
planta hospedadora con el fin de inferir la función de dicho gen a través del fenotipo asociado a su 
desactivación en el tejido infectado (Lu et al., 2003). Mediante predicciones informáticas que tienen 
en cuenta los requerimientos termodinámicos y de apareamiento en el dúplex miRNA:mRNA diana 
(Jones-Rhoades and Bartel, 2004) ha sido posible la identificación de cientos de potenciales mRNAs 
diana de vsRNAs sobre un transcriptoma hospedador concreto (Donaire et al., 2009; Qi et al., 2009). 
Los genes diana de vsRNAs predichos de este modo cubren un amplio espectro de categorías 
funcionales incluyendo factores de transcripción, factores de procesamiento de RNA y proteínas 
relacionadas con defensa en la planta. Sin embargo, la interacción funcional entre mRNAs del 
hospedador y vsRNAs que resulta en la degradación específica del mRNA sólo se ha demostrado 
experimentalmente para un par de parejas vsRNA:mRNA de entre todas las predichas por métodos 
informáticos (Moissiard and Voinnet, 2006; Qi et al., 2009). De hecho, la mayoría de los potenciales 
genes diana de vsRNAs no se han podido validar experimentalmente, lo que sugiere la existencia de 
mecanismos que pudieran prevenir la interacción entre vsRNAs y mRNAs. Entre estos factores 
podrían encontrarse i) ciertas proteínas supresoras de silenciamiento que actúen en distintos puntos 
de la ruta de silenciamiento y limiten la actividad de los vsRNAs sobre el genoma del hospedador, ii) 
el reclutamiento de vsRNAs en complejos AGO que no posean capacidad de corte demostrada, 
como es el caso de AGO2 y AGO5 o, iii) la posible influencia que tenga el momento del ciclo 
infectivo del virus en el que se determine esta validación (Qi et al., 2009). La validación experimental 
para estas interacciones suele realizarse mediante el empleo de construcciones sensoras que contienen 
la secuencia diana del mRNA diana predicho o por amplificación de los extremos del cDNA mediada 
por la RNA ligasa (RNA ligase-mediated rapid amplification of cDNA ends, RLM-RACE), un método que 
es empleado de forma rutinaria para mapear el sitio de corte mediado por un miRNA en el mRNA 
diana (Llave et al., 2002b). Teniendo en cuenta que los vsRNAs también podrían dirigir la inhibición 
de la traducción del mRNA diana sería necesario implementar nuevos criterios de búsqueda y 
validación de dianas de vsRNAs que contemplen estos dos posibles mecanismos de represión. 
Los vsRNAs también podrían interaccionar con cromosomas del hospedador para interferir con la 
expresión génica a nivel transcripcional. Por ejemplo, los vsRNAs con A en el extremo 5’ pueden 
asociarse con AGO4 y dirigir la metilación del DNA y el silenciamiento génico transcripcional de loci 
específicos con los que compartan complementariedad de secuencia. En apoyo a esta hipótesis, la 
infección de plantas modificadas genéticamente portadoras de transgenes que contienen secuencias 
virales resulta en la metilación de novo de la secuencia transgénica homóloga al RNA viral (Jones et al., 
1999). Igualmente, vectores virales recombinantes que portan secuencias correspondientes a regiones 
promotoras del DNA nuclear inducen modificaciones epigenéticas y silenciamiento génico 
transcripcional en la cromatina (Jones et al., 1999). Ya que la modificación de la cromatina 
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normalmente resulta en transiciones estables, la homología de secuencia entre el vsRNA y el DNA 
del hospedador podría promover cambios hereditarios y permanentes en el genoma de la planta 
hospedadora, lo que constituiría una fuente de variación genética en plantas (Jones et al., 2001). 
1.14 Dispersión sistémica del silenciamiento por RNA inducido por virus 
La tercera fase asociada a la respuesta de silenciamiento inducida durante la infección viral implica 
la movilidad de una señal de silenciamiento a través de los sistemas vasculares de la planta (Voinnet, 
2005a). Existen evidencias de un tráfico intercelular de dicha señal desde los tejidos infectados a 
partes dístales de la planta (Dunoyer et al., 2010a; Dunoyer et al., 2007; Dunoyer et al., 2010b; Molnar 
et al., 2010; Voinnet, 2005b). Estudios funcionales que explotan la tecnología VIGS revelan que genes 
que se expresan exclusivamente en meristemos pueden ser regulados negativamente durante la 
infección con virus modificados que portan secuencias de estos genes del hospedador (Lu et al., 2003; 
Peele et al., 2001). Esta observación es sorprendente ya que la mayoría de los virus de plantas son 
excluidos de los meristemos en los puntos de crecimiento apical. Del mismo modo, virus mutantes 
defectivos en movimiento y que han sido modificados para contener un fragmento de un gen diana 
del hospedador son capaces de inducir el silenciamiento de dicho gen en tejidos distantes de aquellos 
donde el virus está confinado (Dunoyer and Voinnet, 2008; Voinnet, 2005b). Tres trabajos recientes 
han demostrado que en arabidopsis, y probablemente otras especies de plantas, la señal de 
silenciamiento célula a célula y a largas distancias está compuesta por sRNAs endógenos (Dunoyer et 
al., 2010a; Dunoyer et al., 2010b; Molnar et al., 2010). Por tanto, es razonable pensar que el 
movimiento de los vsRNAs, entre células o por el sistema vascular, inmuniza a células distantes que 
están por delante del frente de la infección (Dunoyer et al., 2010a). De hecho, vsRNAs son 
abundantes en células y exudados del floema de plantas infectadas con virus (Yoo et al., 2004). Como 
consecuencia, las células receptoras podrían quedar inmunizadas parcialmente previniendo o 
retrasando la entrada del virus y/o limitando la replicación de sus genomas. Esta respuesta de 
silenciamiento sistémico requiere la actividad de RDR6 para que las células que todavía no están 
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Como introducción a este trabajo de tesis doctoral hemos realizado una recopilación bibliográfica 
con el fin de lograr una visión general sobre los avances más relevantes que ha habido en el campo 
del silenciamiento por RNA inducido por virus en los últimos años. En esta revisión se incluyen 
además los resultados más significativos obtenidos en nuestro laboratorio del Centro de 
Investigaciones Biológicas (CSIC) durante la realización de esta tesis y que han sido publicados 
recientemente (Donaire et al. 2008. J. Virol. 82:5167-5177; Donaire et al. 2009. Virology 392: 203-214; 
Fernández-Calvino et al. 2011. Recent Advances in Plant Virology, Horizon Press). El propósito de este 
apartado es justificar el por qué de esta investigación y presentar los objetivos de esta tesis doctoral. 
En nuestro grupo de trabajo investigamos las bases moleculares y los principios que permiten el 
desarrollo sistémico de una infección viral en plantas. El desenlace final del proceso infectivo 
depende del resultado neto de las interacciones compatibles y de defensa entre el virus y la planta 
hospedadora (Maule et al., 2002). Entre los mecanismos celulares implicados en estas interacciones, el 
silenciamiento por RNA constituye una matriz reguladora clave en el control de los genomas de la 
planta y el virus. Por una parte representa una de las primeras líneas de defensa innata de la planta 
frente a la infección por virus con al menos dos vías de actuación (Ding and Voinnet, 2007; Llave, 
2010; Ruiz-Ferrer and Voinnet, 2009). Primero, limitando la infección en las células infectadas 
inicialmente, y segundo, dirigiendo una rápida respuesta antiviral mediante la amplificación del 
silenciamiento primario y la producción de una señal de silenciamiento que inmuniza tejidos distantes 
de la planta. Este fenómeno de recuperación implica a menudo la desaparición total o parcial del virus 
en el tejido vegetal y, en caso de interacciones sintomáticas, la pérdida completa de cualquier 
manifestación de la enfermedad. Por otra parte, la maquinaria de silenciamiento por RNA podría ser 
utilizada por el virus para reprogramar la expresión de genes del huésped y proporcionar un entorno 
celular favorable para el desarrollo de la infección (Ding and Voinnet, 2007; Donaire et al., 2008; 
Donaire et al., 2009; Dunoyer and Voinnet, 2005). Esta afirmación se sustenta en la enorme 
complejidad y diversidad de las poblaciones de vsRNAs que se forman en plantas infectadas y en su 
potencial como elementos reguladores, aspectos que no se conocían en el momento de concebir el 
trabajo de esta tesis doctoral. El conocimiento más profundo de cómo opera este mecanismo 
regulador en la planta durante una infección nos puede proporcionar las claves de los factores, 
estructuras y mecanismos que determinan el establecimiento de una infección sistémica y sentar las 
bases de las relaciones de compatibilidad y defensa en interacciones planta-virus. En su vertiente 
biotecnológica, nos puede ayudar a implementar nuevas tecnologías aplicadas al control de las virosis 
o al uso de virus vegetales como vehículos para la expresión industrial de proteínas en plantas.  
Teniendo en cuenta estas premisas y el estado de conocimiento sobre el tema en el momento en 
que esta tesis doctoral se inició, los objetivos principales que nos planteábamos eran: 
1. Estudiar la inducción de silenciamiento por virus, definiendo los componentes de la maquinaria 
de silenciamiento por RNA necesarios para la activación y amplificación de las respuestas de 
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silenciamiento y proponiendo mecanismos que expliquen el origen de las moléculas virales 
inductoras. 
2. Caracterizar las poblaciones de vsRNAs en los tejidos infectados (abundancia, diversidad y 
complejidad), definiendo los requerimientos estructurales y genéticos para su biogénesis. 
3. Estudiar el modo de acción y el potencial regulador de los vsRNAs como componentes 
directores del mecanismo de defensa antiviral y de control de la expresión génica del hospedador. 
Para abordar estos objetivos hemos empleado fundamentalmente el sistema experimental 
arabidopsis-TRV. TRV es el miembro tipo del genero Tobravirus y posee un genoma bipartito de 
ssRNA de cadena positiva. El RNA más largo (RNA1 o TRV1) codifica para 4 ORFs. El ORF más 
cercano al extremo 5’ codifica para una proteína de 134 kDa con motivos metiltransferasa y helicasa. 
Un salto de lectura del codón de terminación de este ORF produce una proteína de 194 kDa con un 
motivo RdRp en su porción C terminal. El siguiente ORF (1a) en el RNA1 codifica para la proteína 
de movimiento de 29 kDa, seguida del ORF 1b que codifica para una proteína de 16 kDa rica en 
cisteína que actúa como supresor de silenciamiento. La helicasa y la RdRp son transcritas 
directamente del RNA1, mientras que los genes 1a y 1b son transcritos a partir de RNAs 
subgenómicos. El segundo RNA (RNA2 o TRV2), más corto, codifica para la proteína de la cápsida 
(CP) y para las proteínas 2b y 2c implicadas en la transmisión del virus por nematodos. Todos los 
genes del RNA2 se transcriben a través de RNAs subgenómicos. Una característica de TRV es que el 
RNA1 es capaz de replicarse y dispersarse por la planta hospedadora en ausencia del RNA2. 
Actualmente, TRV sigue siendo un patógeno muy importante en cultivos de patata. Produce manchas 
anulares o acorchamientos en tubérculos de algunos cultivares, que pueden hacer que un cultivo 
entero no sea comercializable. Además, TRV es capaz de infectar A. thaliana en poblaciones naturales 
(revisado por Macfarlane, 2010).  
Además, hemos empleado otros virus de plantas con genoma (+)ssRNA pertenecientes a los 
géneros Carmovirus, Tombusvirus, Cucumovirus, Tobamovirus, Potyvirus y Potexvirus y un virus 
con genoma ssDNA circular perteneciente al género Begomovirus. Estos virus se utilizaron para 
infectar distintas especies de plantas hospedadoras. 
A. thaliana, es la especie tipo del género Arabidopsis y la planta modelo en estudios de biología 
molecular ya que posee múltiples características que favorecen su uso en investigación. Tiene un ciclo 
vital corto que en condiciones de laboratorio se reduce aún más (8 a 10 semanas), produce una gran 
cantidad de semillas y es fácil de cultivar en espacios reducidos. Su pequeño genoma (~120 Mb) fue 
secuenciado completamente en el año 2.000 y se han realizado mapas genéticos y físicos de sus 5 
cromosomas (Weigel and Glazebrook, 2002). Además, la transformación genética de esta especie es 
relativamente fácil vía A. tumefaciens, estando disponibles un gran número de líneas mutantes de 
pérdida e insuficiencia de función que posibilitan ensayos genéticos sobre la función de los distintos 
componentes de las rutas de silenciamiento por RNA (TAIR: www.arabidopsis.org). Por último, la 
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amplia investigación realizada en esta especie ha permitido el desarrollo de técnicas experimentales y 
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3.1 Material biológico e inoculación viral 
3.1.1 Plantas 
Las plantas de genotipo silvestre utilizadas en esta tesis pertenecían a las especies N. benthamiana y 
A. thaliana [ecotipos Columbia-0 (Col-0) y Landsberg erecta (La.er.)]. Además se emplearon distintos 
mutantes de arabidopsis deficientes en proteínas implicadas en las rutas de silenciamiento génico. Los 
mutantes dcl1-9 y ago4-1 están construidos sobre fondo genético La.er mientras que el resto de 
mutantes (dcl2-1, dcl3-1, dcl4-2, dcl2-1 dcl3-1, dcl2-1 dcl4-2, dcl3-1 dcl4-2, dcl2-1 dcl3-1 dcl4-2, rdr1-1, rdr2-1, 
rdr6-15, rdr1-1 rdr6-15, rdr2-1 rdr6-15 y rdr1-1 rdr2-1 rdr6-15) derivan de fondo genético Col-0. Todos 
estos mutantes se han descrito previamente (Allen et al., 2005; Deleris et al., 2006; Park et al., 2002; 
Peragine et al., 2004; Reinhart et al., 2002; Vazquez et al., 2004a; Voinnet, 2005a; Xie et al., 2004) y 
fueron cedidos por el Dr. J.C. Carrington (Oregon State University, Corvallis, Oregon, USA) y el Dr. 
O. Voinnet (IBMP-CNRS, Strasburg, France).  
Las plantas se cultivaron en cámaras de ambiente controlado en condiciones óptimas de 
crecimiento dependiendo de la especie. Las plantas de N. benthamiana se cultivaron a 22-24ºC, con un 
60-75% de humedad relativa y un foto-periodo de 16:8 h de luz:oscuridad. Las plantas de arabidopsis 
se cultivaron a 19-22ºC, con un 60-75% de humedad relativa y un foto-periodo de 16:8 horas de 
luz:oscuridad. Como sustrato se empleó una mezcla de tierra vegetal y vermiculita en proporción 1:1. 
El aporte nutricional de estas plantas se complementó con el riego cada dos semanas con una 
solución nutritiva formada por los siguientes compuestos: KNO3 1 M, KH2PO4 1 M, MgSO4 a 1 M, 
Ca(NO3)2 1 M, FeNa EDTA 200 mM y una solución de micronutrientes a 0,1 M (H3BO3 70 mM, 
MnCl2  14 mM, CuSO4 0.5 mM, ZnSO4 1 mM, NaMoO4 0,2 mM, NaCl a 10 mM y CoCl2 a 0,01 
mM). 
3.1.2 Aislados virales 
Como sistema viral modelo hemos empleado un clon infeccioso de TRV compuesto por dos 
vectores virales que contenían las secuencias genómicas correspondientes a los RNAs 1 y 2 del virus. 
El plásmido pTRV1 contenía una copia de cDNA completa del RNA 1 del aislado silvestre PpK20, 
mientras que el plásmido pTRV2-PDS contenía una copia incompleta del RNA2 en el cual se habían 
sustituido los cistrones que codificaban para las proteínas de 29,4 y 32,8 kDa por un sitio múltiple de 
clonación (MCS) a continuación del ORF que codifica para la CP. En este MCS se clonó un 
fragmento del gen que codifica para la fitoeno desaturasa (PDS) de N. benthamiana implicado en la 
síntesis de carotenos. El silenciamiento de este gen inducido por TRV provoca un fenotipo de foto-
blanqueamiento en el tejido vegetal (Dinesh-Kumar et al., 2003). Ambos plásmidos producen transcritos 
infecciosos in vivo bajo el control del promotor 35S de CaMV y el terminador de la transcripción del 
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gen de la nopalina sintasa (NOS). Además poseen una ribozima en el extremo C terminal que 
favorece una producción eficiente de los RNAs virales (Dinesh-Kumar et al., 2003). Estos vectores 
fueron cedidos por el Dr. S.P. Dinesh-Kumar (Yale University, New Haven, USA). Salvo que se 
indique lo contrario, en esta tesis emplearemos el nombre del virus, TRV, para referirnos al sistema 
TRV1/TRV2-PDS.  
El plásmido pCyR-G contenía una copia completa de DNA del genoma de CymRSV clonado 
entre el promotor de transcripción para la enzima T7 RNA polimerasa y un sitio de restricción para 
SphI (Burgyan et al., 1990). Este clon infeccioso fue cedido por el Dr. J. Burgyan (Istituto di Virologia 
Vegetale del C.N.R, Turin, Italy).  El clon de cDNA pP2C2S contenía la secuencia genómica del 
Virus X de la patata (Potato virus X, PVX) clonada entre el promotor de transcripción T7 y el sitio de 
restricción SpeI (Gonzalez-Jara et al., 2005). A partir de ambos clones fue posible obtener transcritos 
infecciosos in vitro que reproducen en la planta la infección causada por el virus silvestre. El clon 
derivado de PVX junto con la cepa silvestre S del Virus del moteado suave del pimiento (Pepper mild 
mottle virus, PMMoV) fueron cedidos por el Dr. F. Tenllado (CIB-CSIC, Madrid, Spain). 
Plantas de Solanum licopersicum previamente infectadas con la cepa ES7297 del Virus del rizado 
amarillo del tomate (Tomato yellow leaf curl virus, TYLCV) fueron cedidas por el Dr. E.R. Bejarano 
(Universidad de Málaga, Málaga, Spain). Plantas de A. thaliana Col-0 infectadas con CMV-Fny ó 
TuMV fueron cedidas por el Dr. F. García-Arenal (CBGP-UPM-INIA, Madrid, Spain).  
3.1.3 Procedimientos de inoculación viral 
Para la inoculación de los clones infecciosos de cDNA de TRV en N. benthamiana se empleó un 
sistema de agroinfiltración en plantas de 21 días post-germinación. Los cultivos de A. tumefaciens que 
contenían los plásmidos pTRV1 y pTRV2:PDS se inyectaron en una proporción 1:1 en 3 hojas por 
planta, según se describe en el apartado 3.2. La infección viral se confirmó visualmente con el 
desarrollo del fenotipo de blanqueamiento de las hojas asociado al movimiento del virus por la planta 
y al consiguiente silenciamiento del gen PDS endógeno. 
Las plantas de A. thaliana se inocularon empleando un extracto obtenido a partir de hojas 
superiores no agroinfiltradas de plantas de N. benthamiana a los 3 días después de la agroinfiltración 
con TRV, antes de cualquier manifestación de blanqueamiento. El extracto se realizó machacando en 
un mortero 1 g de tejido vegetal en 1 ml de tampón fosfato sódico 0,1 M y pH 7,2. La inoculación se 
realizó frotando el inóculo ligeramente con un dedo sobre todas las hojas de la roseta de plantas de 21 
días post-germinación espolvoreadas previamente con el abrasivo carborundo.  
La inoculación de N. benthamiana con CymRSV o PVX se realizó manualmente sobre plantas de 21 
días post-germinación empleando como inóculo transcritos in vitro del vector pCyR-G o pP2C2S, 
respectivamente, y aplicando 10 l de la reacción de transcripción en 3 hojas por planta espolvoreadas 
con carborundo (Burgyan et al., 1990; Gonzalez-Jara et al., 2005).  
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Para inocular N. benthamiana con PMMoV se emplearon preparaciones de virus purificado con las 
que se frotaron 3 hojas espolvoreadas con carborundo de plantas de 21 días post-germinación usando 
10 l por hoja. 
El éxito de la infección se verificó en hojas superiores no inoculadas mediante RT-PCR según el 
protocolo que se describe más adelante y utilizando cebadores específicos para cada virus (Tabla A.1 
en Apéndice A). 
3.2 Expresión transitoria mediante agroinfiltración 
La expresión transitoria en plantas de N. benthamiana se realizó a partir de cultivos de la cepa de A. 
tumefaciens GV2260 que portaban los plásmidos pTRV1 y pTRV2-PDS en 50 ml de medio Luria-
Bertani (LB) (bacto-triptona 10 g/l, extracto de levadura 5 g/l y NaCl 10 g/l) durante 48 h a 28ºC en 
agitación y en presencia de los correspondientes antibióticos de selección (kanamicina a 50 g/ml, 
carbamicina a 50 g/ml, rifampicina a 50 g/ml y estreptomicina a 25 g/ml), añadiendo además 
ácido 2-N-morfolino etanosulfónico (MES) 10 mM pH 5,6 y acetosiringona 0,15 mM. 
Posteriormente, estos cultivos se centrifugaron a 6.000 r.p.m. durante 10 min, el precipitado 
resultante se resuspendió en un volumen adecuado de tampón de inoculación (MES 10 mM pH 5,6, 
MgCl2 10 mM y acetosiringona 0,15 mM) y se incubaron un mínimo de 4 h a temperatura ambiente. 
Los cultivos se inocularon por inyección en el envés de las hojas de la planta a una D.O. total (600 
nm) final igual a 1. 
3.3 Preparación de ácidos nucleicos 
3.3.1 Purificación de RNA total 
La purificación rutinaria de RNA total a partir del tejido vegetal se realizó con el reactivo TRIZOL 
reagent (Invitrogen) siguiendo las instrucciones del fabricante y utilizando 1-2 g de tejido fresco 
homogeneizado en nitrógeno líquido. Para la construcción de “sRNAtecas” necesitábamos un RNA 
con mayor grado de pureza por lo que aplicamos una modificación de este protocolo que consistía en 
repetir la extracción con cloroformo y posterior centrifugación de 15 min a 10.000 r.p.m. las veces 
necesarias (2-6) hasta eliminar completamente la interfase proteica. El precipitado de RNA resultante 
se resuspendió en el volumen adecuado de agua libre de RNasa dependiendo del tipo de análisis 
posterior. 
Para la purificación del RNA total utilizado en reacciones de RT-PCR convencional y cuantitativa 
utilizamos el kit comercial RNeasy Plant Mini Kit (Qiagen) siguiendo las instrucciones del fabricante y a 
partir de 80-100 mg de tejido vegetal por muestra. 
La cantidad y calidad del RNA purificado se midieron usando un espectrofotómetro ND-1000 
(Nanodrop) y por electroforesis en geles de agarosa al 1% (ver apartado 3.4.3), respectivamente. 
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3.3.2 Fraccionamiento del RNA total 
El fraccionamiento del RNA total en RNA de alto (HMW-RNA) y bajo peso molecular (LMW-
RNA) se realizó usando el kit comercial RNA/DNA Midi Kit (Qiagen) según las instrucciones del 
fabricante. Como método alternativo empleamos cloruro de litio (LiCl) para obtener preparaciones 
enriquecidas en LMW-RNA a partir de muestras de RNA total según el siguiente protocolo. 
Añadimos 0,2 volúmenes de LiCl 8 M a la preparación de RNA total (~500 g) e incubamos un 
mínimo de 2 h en hielo. Seguidamente las muestras se centrifugaron a 14.000 r.p.m. durante 20 min a 
4ºC y el sobrenadante que contenía la fracción de LMW-RNA se pasó a un nuevo tubo eppendorf 
donde se precipitó añadiendo 2,5 volúmenes de etanol 100% y 0,1 volúmenes de acetato sódico 3 M. 
Después de incubar durante 30 min en hielo las muestras se centrifugaron a 14.000 r.p.m. otros 30 
min a 4ºC. El precipitado resultante se lavó con etanol al 70% y se resuspendió en un volumen 
adecuado de agua libre de RNasa.  
3.3.3 Purificación de sRNAs 
Para el aislamiento de sRNAs se fraccionaron ~250 g de RNA total en geles desnaturalizantes de 
poliacrilamida según el protocolo que se describe en el apartado 3.4.5. El gel se sometió a tinción con 
bromuro de etidio (EtBr) a 10 mg/ml y visualización con luz ultravioleta utilizando un sistema de 
foto-documentación acoplado a un transiluminador de luz ultravioleta E-Box (Vilber Lourmat). 
Empleando como referencia marcadores sintéticos de RNA (5’ monofosfato) de 21 y 24 nts (Tabla 
A.2 en Apéndice A) (Dharmacon), se escindió con la ayuda de un escalpelo la banda del gel 
comprendida entre los ~15 y ~40 nts. La banda resultante se troceó en cuadrados de 1-2 mm en 
placas de Petri que se transfirieron a tubos de 13 ml de capacidad con 1-2 ml de NaCl 0,3 M. Las 
muestras se incubaron durante 16 h a 4ºC en agitación para eluir el RNA del gel y se filtraron con un 
filtro de 0,2 m (Pall Corporation) acoplado a una jeringa para eliminar los restos de gel. El RNA se 
precipitó añadiendo a la preparación filtrada 1 l de glicógeno (20 g/l) (Roche) y 1 volumen de 
isopropanol. Las muestras se incubaron a -20ºC un mínimo de 2 h y posteriormente se centrifugaron 
a 14.000 r.p.m. durante 30 min a 4ºC. El precipitado de sRNAs resultante se lavó con etanol al 70% y 
se resuspendió en agua libre de RNasa. 
3.3.4 Purificación de DNA plasmídico 
La purificación de DNA plasmídico se realizó a partir de cultivos transformados de A. tumefaciens. 
Para ello, se cultivaron las bacterias en 50 y 100 ml de medio LB según se ha descrito en el apartado 
3.2. Los plásmidos se purificaron empleando el kit comercial Qiagen Plasmid Midi kit (Qiagen) según 
las instrucciones del fabricante.  
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La cantidad y calidad del DNA purificado se midieron usando un espectrofotómetro ND-1000 
(Nanodrop) y por separación en geles de agarosa al 1 %, respectivamente. 
3.4 Manipulación de ácidos nucleicos 
3.4.1 Amplificación de DNA mediante PCR 
La amplificación de fragmentos de DNA mediante la reacción en cadena de la polimerasa (PCR) 
se realizó empleando como molde preparaciones de DNA plasmídico (0,1-0,5 g) o de cDNA 
obtenido en una reacción de RT (un cuarto del volumen de reacción) (ver apartado 3.4.2). La mezcla 
de reacción se ajustó a un volumen final variable de 10, 20 ó 100 l, dependiendo del análisis 
posterior, en tampón Tris-HCl 100 mM pH 8,3, KCl 500 mM, MgCl2 15 mM, BSA 2 mg/ml y glicerol 
0,01% (peso/volumen), en presencia de cebadores específicos para el fragmento que se deseaba 
amplificar (Tablas A.1, A.4 y A.5 en Apéndice A) a concentración final de 0,3 M cada uno, mezcla 
de desoxinucleótidos (dATP, dCTP, dGTP, dTTP) (Promega) a concentración final de 0,2 mM cada 
uno y de 1 a 5 U de enzima termoestable AmpliTaq DNA polymerase (5 U/l) (Applied Biosystems). El 
número y condiciones de cada ciclo de amplificación variaron en cada caso según la pareja de 
cebadores empleada y el tamaño del fragmento que se quería amplificar. La reacción se realizó en 
termocicladores PTC-100TM (MJ Research, INC). Las reacciones de PCR para la construcción de 
“sRNAtecas” se describen en los apartados 3.5.3 y 3.6.3. 
3.4.2 Trancripción inversa 
La reacción de RT se empleó para sintetizar cDNA a partir de preparaciones de RNA total. El 
RNA molde (~1-5 g) se desnaturalizó a 70ºC durante 5 min en presencia de cebador reverso 
específico a concentración final de 0,25 M (Tabla A.1 en Apéndice A) y se enfrió posteriormente en 
hielo. La mezcla de reacción se ajustó a un volumen final de 20 l en tampón Tris-HCl 50 mM pH 
8,3, KCl 50 mM, MgCl2 10 mM, DTT 10 mM y de espermidina 0,5 mM, mezcla de dNTPs a 
concentración final de 0,2 mM cada uno, 5 U de inhibidor de RNasa, RNAsin (40 U/l) (Promega) y 
1 U de enzima AMV-RT (Avian myeloblastosis virus-reverse transcriptase) (10 U/l) (Promega). La reacción 
transcurrió a 42ºC durante 45 min.  
La reacción de RT empleada para la construcción de “sRNAtecas” se detalla en los apartados 3.5.2 
y 3.6.2. 
3.4.3 Electroforesis en geles de agarosa  
La separación de fragmentos de DNA o RNA se realizó mediante electroforesis en geles de 
agarosa (Pronadisa) al 1 ó 2% según el tamaño de los fragmentos que se querían analizar. El 
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electrolito utilizado fue tris-borato-EDTA (TBE) 0,5X pH 8. La electroforesis se llevó a cabo a 100-
120 V durante el tiempo estimado para una correcta separación de los fragmentos. La visualización de 
los ácidos nucleicos se realizó mediante la tinción del gel con EtBr y con luz ultravioleta. Como 
marcadores de peso molecular se usó el DNA del fago lambda digerido con las enzimas BamHI y 
HindIII o el marcador comercial GeneRuler 100 bp DNA ladder plus (Fermentas). Cuando las muestras 
contenían RNA, el material fue previamente lavado en una solución de SDS al 10% con el fin de 
evitar la presencia de RNasas. 
3.4.4 RT-PCR cuantitativa 
Las muestras de RNA total (5 g) empleadas como molde en las reacciones de RT-PCR a tiempo 
real se trataron previamente con la DNasa libre de RNasa, Turbo DNA-free (Ambion) según las 
instrucciones del fabricante y se diluyeron hasta alcanzar una concentración final aproximada de 10 
ng/l. Ambas reacciones se realizaron en un único paso empleando el aparato RotorGene 6000 
(Corbett) en tubos de 0,1 ml (Corbett). La mezcla de reacción se llevó a un volumen final de 15 l y 
contenía 3 l de RNA (10ng/l), 7,5 l de la mezcla comercial 2x Quantimix Easy SYG Kit (DNA 
polimerasa, mezcla de dNTPs, MgCl2, tampón de reacción y SYBR® Green I) (Biotools), 0,075 l de 
la enzima MuLV Reverse Transcriptase (Applied Biosystems), 0,075 l del inhibidor de RNasa, RNase 
Inhibitor (Applied Biosystems) y 0,3 M de cada cebador específico (Tabla A.3 en Apéndice A). Por 
cada muestra se analizaron 2 réplicas biológicas, 3 réplicas experimentales dentro de cada carrera y 3 
carreras de PCR distintas. La curva estándar para estimar la eficiencia de los cebadores se realizó a 
partir de diluciones seriadas de una de las muestras. Las condiciones de amplificación fueron las 
siguientes: 48ºC durante 30 min (RT), incubación a 95ºC durante 10 min (activación) y 40 ciclos de 
95ºC durante 30 seg (desnaturalización), 60ºC durante 30 seg (anillamiento) y 72ºC durante 20 seg 
(elongación). El último paso fue una rampa desde 60 a 90ºC aumentando la temperatura 1ºC cada 
segundo (curva de fusión). La correcta amplificación del fragmento deseado se confirmó mediante el 
análisis de la curva de fusión del DNA amplificado y por separación en geles de agarosa al 2% y 
posterior secuenciación de la banda de DNA. 
3.4.5 Dot blot y Northern blot 
Para los ensayos Dot blot, las preparaciones de RNA total (~5 g) se depositaron sobre 
membranas de nylon cargadas positivamente (Roche) previamente equilibradas durante 10 min en 
tampón salino de citrato sódico (SSC) (NaCl 3 M, citrato sódico 300 mM pH 7) 10X.  
Para la detección de los RNAs genómicos y subgenómicos virales en ensayos Northern blot se 
emplearon muestras de HMW-RNA (20 g) desnaturalizadas a 65ºC durante 5 min en presencia de 
tampón de carga 5X (azul de bromofenol 0,03%, EDTA 5 mM, formaldehido 7,4%, glicerol 20%, 
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formamida 30%, tampón 3-morfolino-propano-sulfónico (MOPS) 80 mM, acetato sódico 20 mM y 
EtBr 0,2 g/l). Como marcador de peso molecular usamos 2 g del marcador de RNA comercial 
RNA Millenium marker (Ambion) con un rango de tamaños de 0,5 a 9 kbs. Las muestras se separaron 
en geles desnaturalizantes de agarosa al 1,5% que contenían MOPS 0,5 M pH 7 y formaldehido al 6%. 
El electrolito utilizado estaba igualmente compuesto por MOPS 0,5 M pH 7 y formaldehído al 6% y 
la electroforesis se llevó a cabo a 60-80 V durante el tiempo necesario para garantizar una correcta 
separación de los fragmentos. Una vez completada la electroforesis, los geles se visualizaron con luz 
ultravioleta para confirmar la normalización de la carga. Posteriormente, el RNA se transfirió a 
membranas de nylon cargadas positivamente (Roche) por capilaridad durante 16 h en tampón 10X 
SSC.  
Para la detección de sRNAs, las muestras de LMW-RNA (~30 g) se desnaturalizaron a 65ºC en 1 
volumen de formamida durante 5 min. Como marcadores usamos dos oligonucleótidos de RNA 
sintéticos con el extremo 5’ fosforilado de 21 y 24 nts de longitud (Dharmacon) (Tabla A.2 en 
Apéndice A). Las muestras se separaron en geles desnaturalizantes de poliacrilamida al 15-17% 
(acrilamida/bisacrilamida, 37,5:1) (BioRad) y urea al 7%. La electroforesis se llevó a cabo en tampón 
TBE 0,5X a 180V. Una vez completada, los geles se tiñeron en tampón TBE 0,5X con EtBr para 
confirmar la normalización de la carga. El RNA se transfirió desde el gel a una membrana de nylon 
cargada positivamente (Roche) por electrotransferencia semi-seca a 400 mA durante 1 h empleando 
tampón TBE 0,5X y el aparato Trans-blot semi dry transfer cell (BioRad). 
En todos los casos, el RNA se fijó a las membranas por radiación ultravioleta a 1.200 Julios con 
un Stratalinker Modelo 1.800 (Stratagene). Para la detección de RNA total y HMW-RNA las 
membranas se prehibridaron a 42ºC en tampón comercial Perfect-Hyb (Sigma) durante al menos 1 h y 
se hibridaron en el mismo tampón y temperatura en presencia de la sonda correspondiente durante 
16 h. Después de la hibridación las membranas se lavaron dos veces a 50ºC con una solución de 
SSC 2X y SDS (dodecil sulfato sódico) 0,2%, una vez con SSC 1X y SDS 0,1% y un último lavado 
con SSC 0,1X y SDS 0,1%. Para la detección de LMW-RNA, la prehibridación e hibridación de las 
membranas se realizó a 38-40ºC usando el tampón ULTRAhyb (Ambion) y los lavados se realizaron a 
38-40ºC en SSC 2X y SDS 0,5%. 
Finalmente, las membranas se expusieron sobre películas sensibles a rayos X BioMax Xar Film 
(Kodak). En caso de que fuera necesario rehibridar la membrana con una nueva sonda, la sonda fijada 
se eliminó calentando la membrana a 95ºC durante 30 min en una solución de SSC 0,1X y SDS 0,1%. 
3.4.6 Northern reverso 
Empleando el plásmido pTRV1 como molde se obtuvieron por PCR catorce fragmentos de DNA 
de aproximadamente 500 pb cada uno, parcialmente superpuestos en sus extremos, que en conjunto 
comprendían la secuencia genómica completa del RNA1 de TRV. Los cebadores empleados se 
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detallan en la Tabla A.4 en Apéndice A. Los productos de amplificación se extrajeron con 
fenol:cloroformo, se precipitaron con etanol 100% y se resuspendieron en un volumen adecuado de 
agua. Las muestras de DNA (10 g) correspondientes a estos catorce fragmentos se dispusieron 
ordenadamente y se separaron en geles nativos al 2% de agarosa en tampón TBE 0,5X. 
Posteriormente, el DNA se transfirió a membranas de nylon cargadas positivamente (Roche) por 
capilaridad según el protocolo descrito anteriormente.  
La pre-hibridación, hibridación empleando preparaciones de sRNAs marcadas radiactivamente, 
lavado y exposición de las membranas se realizó utilizando el mismo protocolo descrito 
anteriormente para la detección de LMW-RNA. 
3.4.7 Marcaje de sondas radiactivas 
Las sondas correspondientes a la región 3’ UTR, la proteína 134K del RNA1 y la CP del RNA2 de 
TRV se prepararon a partir de productos de PCR obtenidos empleando cebadores específicos (Tabla 
A.5 en Apéndice A) y como molde los plásmidos pTRV1 o pTRV2-PDS. El producto amplificado en 
cada caso se purificó con fenol:cloroformo y posterior precipitación con etanol 100%. La técnica de 
marcaje fue por random priming en presencia de [-32P]-dCTP usando el fragmento Klenow de la DNA 
polimerasa I (NEBL), según las instrucciones del fabricante. Los nucleótidos no incorporados a la 
reacción se eliminaron usando el sistema P30 Micro Bio-Spin Chromatography columns (BioRad) según el 
protocolo recomendado. 
Las sondas de oligonucleótidos sintéticos de DNA (Tabla A.4 en Apéndice A) se marcaron con [-
32P]-ATP usando la enzima PNK (polynucleotide kinase) (NEBL) según las instrucciones del fabricante. 
Para la purificación de la sonda, los nucleótidos no incorporados a la reacción se eliminaron usando el 
sistema P6 Micro Bio-Spin Chromatography columns (BioRad) según las instrucciones del fabricante.  
Preparaciones de sRNAs purificadas a partir de plantas infectadas con TRV o de plantas 
inoculadas con tampón (apartado 3.3.3) se emplearon como sondas en ensayos de Northern reverso. 
Las muestras de sRNAs se trataron con CIAP (calf intestinal alkaline phosphatase) (Fermentas), a 37ºC 
durante 1 h para desfosforilar el extremo 5’ de los sRNAs y se purificaron con fenol:cloroformo y 
precipitación con etanol 100%. Las moléculas de sRNA en la muestra se marcaron radiactivamente en 
su extremo 5’ desfosforilado empleando [-32P]-ATP y PNK según se ha descrito en el caso anterior. 
En todos los casos, las sondas radiactivas se desnaturalizaron por calor (5 min a 90ºC), se 
enfriaron en hielo y se añadieron a la solución de hibridación. La radiactividad final incorporada a la 
reacción se midió usando un contador de centelleo 1450 MicroBeta Triluk (Perkin Elmer) y varió entre 
1-2 millones de c.p.m. (cuentas por min) por mililitro de tampón de hibridación. 
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3.5 Construcción de colecciones de sRNAs (“sRNAtecas”) para secuenciación a 
pequeña escala 
3.5.1 Ligación 
Las preparaciones fraccionadas de sRNAs se trataron con CIAP (Fermentas) (ver apartados 3.3.3 y 
3.4.7) y se purificaron mediante extracción con fenol:cloroformo y posterior precipitación con etanol 
100%. A continuación, las moléculas de sRNAs se ligaron en presencia de la T4 RNA ligase (20 U/l) 
(Promega) con el oligonucleótido de RNA A2 (3’ End Donor Oligo o Adaptador A2) (Dharmacon) 
(Tabla A.1 en Apéndice A). Este adaptador posee un extremo 5’ monofosfato que le permite ligarse 
con el grupo 3’-OH terminal del sRNA. La desfosforilación de las muestras de sRNAs previene su 
circularización por autoligación de sus extremos compatibles e incrementa la proporción de 
moléculas de sRNA ligadas al adaptador A2. La reacción de ligación de los sRNAs con el adaptador 
A2 se llevó a cabo en un volumen final de 20 l en de tampón Tris 50 mM pH 7,8, MgCl2 10 mM, 
DTT 5 mM y ATP 1 mM, 1,5 g de adaptador A2, 40 U de RNasin (40 U/ul) (Promega) y 20 U de 
enzima T4 RNA ligase (20U/l) (NEBL). La mezcla de reacción se incubó a 37ºC durante al menos 3 
h y seguidamente a 4ºC durante 16 h. El producto de ligación se purificó por separación en geles 
desnaturalizantes de poliacrilamida y elución tal como se describe en el apartado 3.3.3 y se 
resuspendió en 10 l de agua libre de RNasa. El RNA ligado (sRNA-A2) se volvió a fosforilar en 5’ 
usando la enzima PNK (NEBL) según las instrucciones del fabricante. El producto resultante se 
empleó en una nueva reacción de ligación catalizada por la T4 RNA ligase en presencia del 
oligonucleótido de RNA A1 (1,5 g) (5’ End donor Oligo o adaptador A1) (Dharmacon) (Tabla A.1 en 
Apéndice A). Este adaptador posee grupos hidroxilo en los extremos 3’ y 5’ de modo que puede 
formar enlace fosfodiéster con el extremo 5’ monofosfato del híbrido sRNA-A2. El nuevo producto 
de ligación (A1-sRNA-A2) se purificó en geles de poliacrilamida siguiendo el esquema anterior y se 
resuspendió en un volumen final de 10 l con agua libre de RNasa. Paralelamente a las reacciones de 
ligación de los sRNA con los adaptadores se llevaron a cabo controles internos de ligación 
consistentes en la ligación en tándem de un oligonucleótido de RNA de 21 nts con extremos 5’ 
monofosfato y 3’ hidroxilo y/o la ligación ente los adaptadores A1 y A2 (Tabla A.1 en Apéndice A).  
3.5.2 Síntesis de cDNA 
El RNA quimérico así obtenido se empleó como molde en una reacción de RT usando la enzima 
SuperScript II RT (Invitrogen). Las muestras de RNA híbrido (10 l) se desnaturalizaron a 65ºC 
durante 5 min en presencia de cebador para la RT a 0,5 M (sRNA-BanI R) (Tabla A.6 en Apéndice 
A) y de mezcla de dNTPs a 0,5 mM (Promega). La mezcla se ajustó a un volumen final de 20 l con 
tampón Tris-HCl 250 mM pH 8,3, KCl 375 mM, MgCl2 15 mM, DTT a 0,01 mM, 20 U de inhibidor 
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de RNasa, RNasin (40 U/ul) (Promega) y 300 U de SuperScript II RT (200 U/ul) (Invitrogen). La 
reacción se incubó 1 h a 42 ºC.  
3.5.3 Amplificación por PCR 
El cDNA resultante se sometió a amplificación por PCR (ver apartado 3.4.1) en un volumen final 
de 100 l empleando como molde 10 l de la reacción RT y los cebadores específicos que se detallan 
en la Tabla A.6 en el Apéndice A. Estos cebadores se correspondían con la secuencia idéntica 
(directa) o complementaria (inversa) de los adaptadores A1 y A2, respectivamente, y contenían en sus 
extremos 3’ la secuencia diana para la enzima de restricción BanI (NEBL). Los ciclos de amplificación 
empleados fueron los siguientes: desnaturalización inicial a 94ºC durante 1 min y 25 ciclos de 94ºC 
durante 1 min (desnaturalización), 50ºC durante 1 min (anillamiento) y 72ºC durante 1 min 
(elongación), seguidos de un paso de elongación final a 72ºC durante 1 min. El producto final de PCR 
se purificó mediante extracción con fenol:cloroformo y precipitación con etanol y se digirió con la 
enzima BanI (NEBL) durante 4 h a 37ºC. El producto digerido se volvió a extraer con 
fenol:cloroformo, se precipitó con etanol 100% y se resuspendió  en 8 l de agua. 
3.5.4 Clonación y secuenciación 
Los productos de digestión se autoligaron con la DNA ligasa del fago T4 (Promega) durante 4 h a 
16ºC para generar concatenados que contenían secuencias en tándem de los amplicones A1-sRNA-
A2. Los fragmentos de un tamaño ~200 pb (3 amplicones) se purificaron en geles de agarosa de bajo 
punto de fusión al 4%, MetaPhor Agarose (Iberlabo), usando el kit comercial QIAEX II Gel Extraction 
kit (Qiagen). Los extremos protuberantes de los productos de digestión concatenados se completaron 
para hacerlos romos usando la AmpliTaq DNA polymerase (5 U/l) (Applied Biosystems). La reacción 
se llevó a cabo durante 10 min a 72ºC en un volumen final de 40 l en tampón Tris-HCl 100 mM pH 
8,3, KCl 500 mM, MgCl2 15 mM, BSA 2 mg/ml y glicerol 0,01% (p/v), mezcla de dNTPs a una 
concentración final de 0,1 mM cada uno y 1 U de enzima. Las moléculas de DNA resultantes se 
ligaron al vector pGEM-T Easy Vector (Promega) en una proporción molar de DNA inserto y vector 
de 3:1 durante 16 h a 4ºC y empleando la T4 DNA ligase (Promega).  
Un microlito de la mezcla de ligación se usó para transformar células electrocompetentes de 
Escherichia coli DH5 (Sambrook and Russell, 2001). Una vez transformadas, se cultivaron en placas 
de LB-Agar (bacto-triptona 10 g/l, extracto de levadura 5 g/l, NaCl 10 g/l y 20 g/l de agar) con 
ampicilina a una concentración final de 100 g/ml e IPTG y X-Gal ambos a concentración final de 
40 g/ml, durante 16 h a 37ºC. Las colonias blancas en las cuales el gen lacZ del plásmido estaba 
interrumpido por la inserción del DNA clonado se seleccionaron para su análisis por PCR usando los 
cebadores universales M13 directo y reverso. Los productos de amplificación se purificaron mediante 
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extracción con fonol:cloroformo, se precipitaron con etanol y se secuenciaron por capilaridad con un 
secuenciador ABI3730 (Applied Biosystem) (http://www.secugen.es). 
3.6 Construcción de “sRNAtecas” para secuenciación masiva 
3.6.1 Ligación 
Las preparaciones purificadas de sRNAs se ligaron directamente y sin ninguna modificación 
enzimática previa con un oligonucleótido de RNA Aa2 (3’ cloning linker o adaptador Aa2) que 
presentaba un grupo hidroxilo en el extremo 3’ y un grupo adenilo pre-activado en el extremo 5’ 
(Tabla A.1 en Apéndice A) (Integrated DNA technology). Este grupo adenilo constituye la única 
fuente de ATP en la reacción de modo que es posible llevar a cabo la ligación en ausencia de ATP 
libre, minimizando así la circularización de moléculas de sRNAs por auto ligación de sus extremos 5’ 
monofosfato y 3’ hidroxilo. La ligación se realizó en un volumen final de 20 l en tampón Tris-HCl 
50 mM pH 7,8, MgCl2 10 mM, 11 l de la preparación de sRNAs purificados, 0,5 g de adaptador 
Aa2, DTT a 0,01 M (Invitrogen), 40 U de RNasin (40 U/l) (Promega) y 20 U de T4 RNA ligase (20 
U/l) (Promega) a 4ºC durante 16 h. Los productos de ligación (sRNA-Aa2) se ligaron en una nueva 
reacción a través de su extremo 5’ con una serie de oligonucleótidos quimeras RNA/DNA (A1X). 
Para la construcción de las diferentes “sRNAtecas” se emplearon distintos adaptadores A1X que 
variaban en una secuencia de 4 nucleótidos (identificador) en su extremo 3’ (Dharmacon) (Tabla A.1 
en Apéndice A). La reacción de ligación se realizó como se describió anteriormente en presencia de 
ATP 1 mM y 0,5 g del adaptador (A1X) correspondiente. Después de cada paso de ligación, los 
productos resultantes se separaron en geles de poliacrilamida de acuerdo a patrones de RNA de 
tamaño conocidos y se purificaron según el protocolo descrito anteriormente. Paralelamente a las 
reacciones de ligación de los sRNA con los adaptadores se llevaron a cabo controles internos de 
ligación tal y como se ha descrito en el apartado 3.5. 
3.6.2 Síntesis de cDNA 
Las moléculas quimera A1X-sRNA-Aa2 se emplearon como molde en 4 reacciones de RT por 
colección utilizando la enzima Superscript II RT (Invitrogen) según el siguiente protocolo. Las muestras 
ligadas (11 l) se desnaturalizaron a 65ºC durante 5 min junto con cebador específico para la RT a 
concentración final de 5,5 M (Tabla A.6 en Apéndice A) y mezcla de dNTPs a 5,5 mM cada uno. 
Después se añadió tampón Tris-HCl 250 mM pH 8,3, KCl 375 mM, MgCl2 15 mM, DTT 0,01 M, 44 
U de RNasa Out (40 U/l) (Invitrogen) y 200 U de la enzima SuperScript II RT (200 U/l) (Invitrogen) 
y se incubaron a 42ºC durante 50 min y posteriormente a 70ºC durante 15 min para desactivar la 
enzima. Los híbridos DNA/RNA que pudieran quedar tras la reacción se eliminaron añadiendo a la 
reacción 2 U de RNasa H (2 U/l) (Invitrogen) e incubando a 37ºC durante 30 min.  
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3.6.3 Amplificación por PCR 
La amplificación del cDNA por PCR se realizó usando cebadores directos con secuencia idéntica a 
cada uno de los adaptadores A1X en 5’ empleados y un cebador inverso cuya secuencia es 
complementaria al adaptador Aa2 ligado en 3’. Ambos cebadores además contenían las secuencias 
universales para la secuenciación por 454 Life Science (Tabla A.6 en Apéndice A). Por cada reacción 
de RT se realizaron 10 reacciones de PCR, de modo que en conjunto se completaron 40 reacciones 
de PCR por colección. Las reacciones de PCR se ajustaron en un volumen final de 50 l en tampón 
Tris-HCl a 100 mM pH 8,3, KCl a 500 mM y glicerol 0,01 % (p/v), MgCl2 1,5 mM, mezcla de dNTPs 
a 0,2 mM, los cebadores directo e inverso a 0,5 M cada uno y 5 U de AmpliTaq DNA polymerase (5 
U/l) (Applied Biosystems). El programa de amplificación fue el siguiente, desnaturalización inicial a 
94ºC durante 1 min y 25 ciclos de 94ºC durante 1 min (desnaturalización), 60ºC durante 1 min 
(anillamiento) y 72ºC durante 1 min (elongación) y seguidos de un paso de elongación final a 72ºC 
durante 1 min.  
3.6.4 Purificación de los productos obtenidos por PCR y secuenciación 
Los productos resultantes se separaron en geles nativos de poliacrilamida al 12% y se purificaron 
por elución en NaCl 0,3 M según el protocolo descrito en el apartado 3.3.3. Para una correcta 
visualización de las bandas con luz ultravioleta, se añadió al tampón de carga el colorante de ácidos 
nucleicos SYBR Gold (Invitrogen) en proporción 1/100.000 que tiene una mayor sensibilidad que el 
EtBr. La cantidad y calidad del DNA amplificado se midieron usando un espectrofotómetro ND-
1000 (Nanodrop) y un sistema automático de electroforesis Experion (BioRad), respectivamente. La 
calidad de cada una de las colecciones se comprobó mediante ligación en el vector pGem-T Easy Vector 
(Promega), transformación de células competentes E. coli DH5 y secuenciación convencional de 
algunas colonias positivas según el protocolo descrito en el apartado anterior. Cantidades equiparables 
de amplicón de cada una de las colecciones obtenidas se mezclaron en una solución común (~1 g de 
DNA total) que se empleó como molde para la secuenciación en formato multiplex en una única 
carrera de secuenciación mediante las plataformas Roche/454 FLX Pyrosequencer (Lifesequencing, 
http://lifesequencing.com) y Solexa/Illumina Genome Analyzer (Fasteris, http://www.fasteris. com). 
3.7 RLM-5’ RACE 
Los ensayos RLM-5’ RACE se realizaron a partir de ~150 ng de mRNA purificado con el kit 
comercial Oligotex® mRNA Mini Kit (Qiagen) a partir de muestras de RNA total obtenidas de 
inflorescencias de plantas Col-0 infectadas con TRV y plantas control no infectadas. Este RNA 
poli(A) se ligó, sin tratamiento previo con CIAP, en su extremo 5’ con el adaptador de RNA A1 (~50 
ng) (Tabla A.1 en Apéndice A) con ayuda de 20 U de T4 RNA ligase (20U/l) (NEBL) a 4ºC durante 
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16 h. Este adaptador posee un extremo 3’-OH de modo que puede formar enlace fosfodiéster con el 
extremo 5’-P de los mRNAs procesados por sRNAs (Llave et al., 2002a). Posteriormente este RNA 
híbrido (A1-RNA-(A)N) se purificó por extracción con fenol:cloroformo y precipitación con etanol 
100%. El producto purificado se usó como molde para una reacción de transcripción reversa en un 
volumen final de 20 l usando la enzima SuperScript II RT (Invitrogen) siguiendo el mismo protocolo 
descrito en el apartado 3.6.2. Como cebador para la síntesis de cDNA se usó un oligonucleótido 
inverso (Gene specific primer, GSP) complementario a cada gen que se quería analizar (Tabla 4.5) y 
diseñado ~200 pb aguas abajo del sitio de corte predicho para el vsRNA  (Tabla A.7 en Apéndice A). 
El producto de esta reacción (1 l) se usó como molde para una reacción de PCR en un volumen 
final de 25 l en tampón Tris-HCl a 100 mM pH 8,3, KCl a 500 mM y glicerol 0,01 % (p/v), MgCl2 
1,5 mM, mezcla de dNTPs a 0,3 mM, los cebadores directo e inverso a 0,2M cada uno y 2,5 U de 
AmpliTaq GOLD DNA polymerase (5 U/l) (Applied Biosystems). Como cebador directo se usó un 
oligonucleótido complementario al adaptador de RNA A1 ligado al mRNA procesado (Tabla A.6 en 
Apéndice A) y como cebadores inversos se usaron los oligonucleótidos GSP descritos previamente 
(Tabla A.7 en Apéndice A). En caso de que fuera necesario se realizó una segunda ronda de 
amplificación por PCR a partir de 1 l de la primera PCR en un volumen final de 50 l en tampón 
Tris-HCl a 100 mM pH 8,3, KCl a 500 mM y glicerol 0,01 % (p/v), MgCl2 1,5 mM, mezcla de dNTPs 
a 0,2 mM, los cebadores directo e inverso a 0,2 M cada uno y 1,25 U de AmpliTaq GOLD DNA 
polymerase (5 U/l) (Applied Biosystems). En este caso se usó como cebador inverso un 
oligonucleótido inverso complementario a cada gen que se quería analizar diseñado ~150 pb aguas 
abajo del sitio de corte predicho para el vsRNA (nested gene specific primer, nGSP) (Tabla A.7 en 
Apéndice A). Las condiciones de ambas reacciones de PCR fueron las mismas: desnaturalización 
inicial a 94ºC durante 5 min, 5 ciclos de 94ºC durante 30 seg (desnaturalización), 70ºC durante 1 min 
(anillamiento) y 72ºC durante 1 min (elongación); 5 ciclos de 94ºC durante 30 seg (desnaturalización), 
65ºC durante 1 min (anillamiento) y 72ºC durante 1 min (elongación) y 25 ciclos de 94ºC durante 30 
seg (desnaturalización), 60ºC durante 1 min (anillamiento) y 72ºC durante 1 min (elongación) y 
seguidos de un paso de elongación final a 72ºC durante 10 min. Los productos obtenidos se 
separaron en geles de agarosa al 2% (ver apartado 3.4.3) y se purificaron por extracción con 
fenol:agua y posterior precipitación con etanol 100%. Las moléculas de DNA resultantes se ligaron al 
vector pGEM-T Easy Vector (Promega), se transformaron en bacterias y colonias con inserto se 
secuenciaron según el protocolo descrito en el apartado 3.5.4. 
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3.8 Análisis informáticos 
3.8.1 Cuantificación del RNA viral por RT-PCR cuantitativa 
Para el diseño de cebadores empleados en RT-PCR cuantitativa usamos el programa Primer 3 
versión 0.4.0 (http://frodo.wi.mit.edu/). Los datos de amplificación obtenidos se analizaron con el 
programa RotorGene 6000 (Corbett). A partir de la curva estándar se calculó la eficiencia de la reacción 
para cada pareja de cebadores seleccionando aquellos en los que la eficiencia de la PCR se acercó más 
al 100% y el R2 de la recta fuese más cercano a 1. La cantidad de RNA viral inicial presente en las 
muestras se midió por cuantificación relativa según el método 2DDCt (Livak and Schmittgen, 2001). 
Los datos referentes a los ensayos de acumulación viral en el tejido vegetal se presentan como el 
número de veces en que cambia la expresión del RNA viral en las distintas muestras, normalizado con 
respecto al gen endógeno de referencia (-tubulina, AT1G20010) y relativizado a una muestra común 
denominada calibrador. 
3.8.2 Cuantificación por densitometría 
La cuantificación de sRNAs se llevó a cabo mediante análisis densitométrico de las películas 
radiográficas usando el programa Quantity One versión 4.2.3 (BioRad). 
3.8.3 Análisis de secuencias de sRNAs 
Las secuencias de sRNAs obtenidas por secuenciación a pequeña escala de los amplicones 
obtenidos a partir de colonias transformadas (ver apartado 3.5) se analizaron de manera manual. En 
un primer paso se identificaron y eliminaron las secuencias del vector usado en la clonación y de los 
adaptadores ligados a ambos extremos de los sRNAs (Tabla A.1 en Apéndice A). Una vez aisladas las 
secuencias de los sRNAs se analizaron mediante BlastN (http://blast.ncbi.nlm.nih.gov /Blast.cgi) 
frente al genoma completo de TRV (NC_003805 y NC_003811). Las secuencias que presentaban un 
100% de identidad con el genoma de referencia se identificaron como vsRNA [secuencias disponibles 
en (Donaire et al., 2008); Material Suplementario)].  
Las lecturas obtenidas mediante secuenciación masiva (ver apartado 3.6) se analizaron a partir de 
archivos de secuencias en formato FASTA. Para ello se usaron scripts o programas desarrollados en 
nuestro laboratorio basados en los lenguajes de programación Python o Perl y las herramientas 
Biopython y BioPerl que son códigos orientados al análisis de datos biológicos disponibles para ambos 
lenguajes de programación. Se desarrollaron distintos programas que en conjunto nos permitieron 
completar el análisis de las lecturas obtenidas y que se aplicaron de manera sucesiva siguiendo el 
siguiente esquema general. En un primer paso se verificó la integridad de la secuencia de los 
adaptadores en 5’ (A1X) y en 3’ (Aa2) de manera que se eliminaron aquellas lecturas donde la 
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secuenciación de ambos adaptadores no fuera correcta. Seguidamente las secuencias se clasificaron en 
las distintas colecciones según el identificador específico de cada adaptador en 5’ (A1X) (Tabla A.1 en 
Apéndice A). Posteriormente se eliminaron las secuencias de los adaptadores, obteniendo así las 
secuencias de los sRNAs. De cada colección se identificaron las secuencias únicas y se contabilizó el 
número de veces que cada una estaba representada en la colección correspondiente. Las secuencias de 
sRNAs derivadas de virus se identificaron por BlastN frente a los distintos genomas virales 
(CymRSV, NC_003532; TRV, NC_003805 y NC_003811; CMV, NC_002035, NC_002034 y 
D10538; PMMoV, NC_003630; TuMV, AB194802; PVX, NC_001455 y TYLCV, NC_004005). Sólo 
fueron consideradas como válidas aquellas secuencias con una identidad del 100% con el 
correspondiente genoma viral de referencia y que pudieran asignarse de manera inequívoca a una 
posición concreta del virus. Para la representación gráfica de la distribución espacial de los vsRNAs se 
usó el programa Excell (Microsoft). Las secuencias de los sRNAs identificados en este estudio están 
disponibles en la base de datos Gene Expression Omnibus (http://www.ncbi.nlm. nih.gov/geo) con el 
número de accesión GSE16996. Las secuencias de vsRNAs de TRV obtenidas con la metodología 
Illumina estarán próximamente disponibles en esta misma base de datos. 
3.8.4 Programas y técnicas de análisis estadístico 
El análisis estadístico de los datos se realizó con los programas Statgraphics Plus, versión 5.1 o SPSS 
versión 15.5. La homocedasticidad de las distribuciones de datos de cada parámetro y en caso 
necesario, la normalidad de los residuos, se comprobaron previamente (Sokal and Rohlf, 1995). Para 
comprobar la correlación entre variables se usó el coeficiente de correlación de Pearson. Las 
diferencias en la acumulación de los vsRNAs de TRV entre los fragmentos de DNA o los fondos 
genéticos se analizaron mediante análisis de varianza de un factor (One-Way ANOVA). Las 
diferencias dos a dos entre clases en cada factor se analizaron usando el test de mínima diferencia 
significativa (LSD). La proporción de la varianza total explicada por cada factor se calculó como el 
porcentaje de los componentes de la varianza (VC) analizados en el correspondiente modelo. La 
heredabilidad en sentido amplio (h2b) fue estimada como el porcentaje de la varianza total 
representado por las diferencias genéticas en cada muestra (h2b= 2G/2P, donde 2G es el VC 
genético y 2P es la varianza fenotípica total). 2G y 2P fueron obtenidos analizando el VC mediante 
análisis univariados separados para cada fragmento. Las diferencias en acumulación viral por RT-PCR 
cuantitativa se analizaron por ANOVA de un factor y posterior test de Duncan. Las diferencias entre 
medias se calcularon mediante el test t de Student. Las curvas de rarefacción o riqueza acumulativa de 
especies se hicieron usando el programa R 2.7.1 (R Foundation for Statistical Computing) 
(http://www.r-project.org/).  
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3.8.5 Oligonucleótidos y adaptadores de RNA 
Las secuencias de los oligonucleótidos de DNA utilizados como cebadores o sondas y los 







































4.1 Composición y estructura de las poblaciones de vsRNAs 
4.1.1 Caracterización de la infección por TRV y producción de vsRNAs 
En este trabajo hemos empleado un clon infeccioso recombinante de TRV derivado del aislado 
PpK20 en el cual se han sustituido las proteínas de 29,4 kDa y de 32,8 kDa del RNA2, implicadas en 
su transmisión por nematodos, por un fragmento del gen que codifica para la PDS de N. benthamiana 
(Figura 4.1) (Ratcliff et al., 2001). La deleción de estas proteínas en el RNA2 no tiene ningún efecto 
en la replicación o el movimiento sistémico del virus ya que estas funciones están dirigidas por el 
RNA1 (Ratcliff et al., 2001). De hecho, la deleción de estas dos proteínas puede ocurrir de manera 
natural después de varios pases mecánicos en N. benthamiana utilizando como inóculo extractos de 
plantas infectadas (Hernandez et al., 1996). Al igual que el virus silvestre, la infección por el clon 
infeccioso TRV-PDS cursa de forma asintomática en plantas modelo como N. benthamiana y A. 
thaliana (Ratcliff et al., 2001). No obstante, las plantas de N. benthamiana mostraban menor porte que 
el de plantas infectadas con un clon infeccioso recombinante TRV-GFP, posiblemente debido al 
silenciamiento del gen PDS y la consecuente alteración en la síntesis de carotenos (Figura 4.2A). 
Ninguna de estas manifestaciones se observa en plantas de arabidopsis donde la secuencia 












Figura 4.1. Representación esquemática de los vectores pTRV1 y pTRV2-PDS. De los 4 ORFs que codifica el 
RNA1 (g1), dos de ellos, los de las proteínas MP y 16K se transcriben a partir de RNAs subgenómicos (sg1a y sg1b). 
Los ORFs del RNA2 (g2) que codifican para las proteínas 2b y 2c han sido sustituidos por un fragmento del gen de 
la PDS de N. benthamiana. Rz, ribozima. UTR, región no traducible. 
 
El uso de TRV-PDS en N. benthamiana nos proporciona una ventaja adicional con respecto al uso 
del virus silvestre ya que posibilita monitorizar la infección viral acompañada del silenciamiento del 
gen endógeno PDS en forma de un fenotipo de blanqueamiento generalizado (Ratcliff et al., 2001) 
(Figura 4.2B). En nuestras condiciones experimentales, después de 5 días post-agroinfiltración (d.p.a.) 
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con los plásmidos pTRV1 y pTRV2-PDS (ver Material y Métodos) se empezaba a observar un 
blanqueamiento de las hojas superiores no agroinfiltradas asociado a la dispersión sistémica del virus y 
al silenciamiento de la PDS (Figura 4.2B). A los 10 d.p.a. estas hojas eran completamente blancas 
apareciendo además muestras de blanqueamiento en tallos y brotes axilares (Figura 4.2B). El análisis 
Northern blot de hojas superiores no agroinfiltradas a distintos d.p.a. reveló la presencia de bandas de 
hibridación con tamaños consecuentes con cada uno de los RNAs virales (RNAs genómicos 1 y 2 y 
RNAs subgenómicos 1a y 1b) (Figura 4.2C). El pico máximo de acumulación viral se observó a los 3-
5 d.p.a., mientras que a partir de los 8 d.p.a. detectábamos un descenso en la cantidad de RNAs 
virales que coincidía con la aparición del fenotipo de blanqueamiento de las hojas superiores (Figuras 
4.2B y 4.2C). Ambos fenómenos se relacionan con la inducción del silenciamiento por la infección de 
TRV-PDS a través de la síntesis y posible actividad de vsRNAs sobre el RNA viral y el mRNA 
endógeno del gen PDS (Ratcliff et al., 2001). En efecto, el análisis Northen blot de LMW-RNA 
confirmó que la presencia de TRV en estas plantas estaba asociada a la formación de vsRNAs de 
entre 21 y 25 nts de longitud, siendo los vsRNAs de 21 nts los más abundantes en el tejido infectado 
(Figura 4.2C). 
 
Figura 4.2. Acumulación viral y producción de vsRNAs derivados de TRV en N. benthamiana. (A) Fenotipo 
causado por la infección con los clones recombinantes TRV-GFP y TRV-PDS a 5 d.p.a. (B) Fenotipo de foto-
blanqueamiento causado por el silenciamiento de la PDS en plantas de N. benthamiana durante la infección con TRV-
PDS. (C) Northern blot a partir de HMW-RNA y LMW-RNA purificados de hojas superiores no agroinfiltradas a 
distintos d.p.a. con TRV-PDS. Las hibridaciones se realizaron con sondas marcadas con [-32P]-dCTP de la región 3’ 
UTR de TRV (para la acumulación viral) o de un fragmento de la proteína 134K de TRV1 (para detectar los 




La infección sistémica de plantas de arabidopsis se consiguió mediante inoculación mecánica a 
partir de extractos de hojas superiores infectadas de N. benthamiana. Para determinar la cinética de 
acumulación y la dispersión del virus en la planta purificamos RNA total a partir de hojas de roseta 
inoculadas, hojas caulinares e inflorescencias de plantas de genotipo Col-0 a los 15 días post-
inoculación (d.p.i.) y realizamos un ensayo Dot blot (Figura 4.3A). Los resultados obtenidos 
indicaban que el virus se acumulaba en todos los tejidos analizados pero con distinta eficiencia. En las 
inflorescencias el patrón de acumulación viral era reproducible entre las distintas réplicas biológicas 
analizadas (Figura 4.3A). Por el contrario, la acumulación viral en hojas inoculadas y hojas superiores 
estaba sujeta a mayor variabilidad inter-muestral (Figura 4.3A). La intensidad de las señales de 
hibridación sugería además que había una mayor acumulación viral en inflorescencias que en hojas 
inoculadas y caulinares (Figura 4.3A).  
El análisis Northern blot a partir de un conjunto de 10-15 plantas infectadas mostró que los RNAs 
genómicos y los subgenómicos de TRV acumulaban en hojas de roseta a partir de los 5 d.p.i. tanto en 
plantas de genotipo Col-0 como La.er (Figura 4.3B). A los 10 d.p.i. se observó un aumento en la 
acumulación de RNAs genómicos y subgenómicos en ambos genotipos (Figura 4.3B), mientras que a 
los 15 d.p.i. se detectó un descenso en la acumulación viral (Figura 4.3B). En concordancia con el 
análisis Dot blot anterior, en inflorescencias de ambos genotipos silvestres, la acumulación de TRV 
fue mayor que en hojas de roseta (Figura 4.3A y B). La presencia del virus en los tejidos de 
arabidopsis también se correlaciona con la aparición de vsRNAs. El análisis Northern blot a partir de 
LMW-RNA obtenido de inflorescencias Col-0 infectadas (Tabla A.4 en Apéndice A) reveló que los 
vsRNAs originados migraban como una población heterogénea de 21 a 24 nts de longitud con dos 
bandas predominantes a 21-22 y 24 nts (Figura 4.3C). El análisis por densitometría de las señales de 
hibridación obtenidas con cantidades normalizadas de radiactividad total para las sondas empleadas 
reveló que los vsRNAs de polaridad positiva representaban el 80% de la población de vsRNAs en el 
tejido analizado (Figura 4.3C). Además, los vsRNAs de 21 nts independientemente de su polaridad, se 
acumulaban en un 50% más que los vsRNAs de 24 nts (Figura 4.3C). 
En resumen, hemos comprobado que nuestro sistema viral TRV es capaz de infectar 
sistémicamente plantas de N. benthamiana y A. thaliana e inducir respuestas de silenciamiento a través 
de la formación y acumulación de vsRNAs derivados de cadenas positivas y negativas del virus en los 



















Figura 4.3. Acumulación viral y producción de vsRNAs derivados de TRV en A. thaliana. (A) Dot blot a partir de 
RNA total de hojas inoculadas, hojas caulinares e inflorescencias de 10 plantas Col-0 individuales infectadas con 
TRV. (B) Northern blot a partir de HMW-RNA purificado de hojas de roseta e inflorescencias de plantas Col-0 y 
La.er. a distintos d.p.i. con TRV. En ambos casos (A y B) se usó como sonda el fragmento 3’ UTR de TRV marcado 
radiactivamente. (C) Northern blot a partir de LMW-RNA purificado de inflorescencias de plantas Col-0 a 15 d.p.i. 
Como sonda se usó una mezcla de oligonucleótidos marcados con [-32P]-ATP correspondientes con distintas 
regiones de la cadena positiva del RNA1 de TRV (para detectar los vsRNAs antisentido) o a la cadena negativa (para 
detectar los vsRNAs sentido). Las hibridaciones se realizaron secuencialmente sobre las mismas membranas y por 
duplicado. Como control de carga se usó la tinción con EtBr del gel antes de la transferencia. A y B son figuras 
compuestas a partir de una misma membrana. 
4.1.2 Distribución de los vsRNAs a lo largo del genoma viral 
Con el fin de determinar el modo en que la maquinaria de silenciamiento actúa sobre los posibles 
sustratos virales llevamos a cabo distintas aproximaciones experimentales para estudiar el origen de 
los vsRNAs formados durante la infección. De esta manera sería posible conocer si todo el genoma 
viral sirve como sustrato para la producción de vsRNAs o si por el contrario, su biosíntesis se 
restringe a zonas concretas del virus. Para comprobar esta hipótesis, realizamos un experimento de 
Northern blot reverso en el cual hibridamos el genoma completo de TRV1 con una preparación de 
sRNAs obtenidos de plantas infectadas y marcados con [-32P]-ATP. Para ello amplificamos por PCR 
el RNA1 viral en 14 fragmentos de aproximadamente 500 pb usando cebadores específicos de 
secuencia (Figura 4.4A y Tabla A.4 en Apéndice A). Cantidades normalizadas de cada fragmento se 
separaron por electroforesis, se transfirieron a membranas de nylon y se hibridaron con las sondas de 
sRNAs. Para obtener una visión fiable de la distribución espacial y la abundancia de los sRNAs a lo 
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largo del genoma de TRV y reducir el error inherente a la variabilidad inter-muestral realizamos 4 
réplicas biológicas independientes del experimento. En cada réplica se empleó como sonda una 
preparación de sRNAs procedentes de inflorescencias (a los 15 d.p.i.) de un conjunto de 10 a 15 
plantas Col-0. Los resultados obtenidos revelaron la presencia de señales de hibridación de los 
vsRNAs con cada uno de los fragmentos de DNA en los que habíamos dividido TRV1 (Figura 4.4B), 
lo que indicó que todo el genoma viral actuaba como sustrato para la formación de vsRNAs. No 
obtuvimos señal de hibridación con un fragmento de amplificación del gen uidA (GUS) empleado 
como control negativo, lo que indicó que la hibridación era específica (Figura 4.4B). La cuantificación 
de las señales de hibridación por densitometría nos permitió obtener una estimación de la abundancia 
porcentual de vsRNAs en cada fragmento del virus con respecto al total de los fragmentos (Figura 
4.4B). Esta cuantificación reveló que existían diferencias en la intensidad de las señales entre los 
fragmentos, sugiriendo una contribución heterogénea de cada una de estas regiones del genoma de 
TRV1 a la formación de vsRNAs (Figura 4.4B). Es más, la proporción relativa de vsRNAs derivados 
de cada fragmento y entre fragmentos difería ligeramente entre muestras biológicas lo que indicaba 
cierta variabilidad inherente a las circunstancias en que la maquinaria de silenciamiento reconoce y 
procesa sustratos virales. El análisis estadístico de los datos densitométricos mediante ANOVA de un 
factor mostró diferencias significativas en la producción de vsRNAs entre fragmentos (F13,55 =3,29, 
P=0,0017). El análisis de la mínima diferencia significativa (LSD) reveló que las regiones genómicas 
correspondientes a los fragmentos del 1 al 12 (que abarcan las proteínas de 134 y 194 kDa y la mitad 
5’ de la MP) producían niveles comparables de vsRNAs. En este análisis, los fragmentos 7, 10 y 11 
tendían a acumular menores niveles de vsRNAs, mientras que el fragmento 12 (mitad 5’ de la MP) 
tendía a acumular mayor cantidad que el resto. Sin embargo, los fragmentos 13 y 14 (mitad 3’ de la 
MP y la proteína de 16 KDa) acumulaban significativamente mayores niveles de vsRNAs que el resto 
de los fragmentos. Los fragmentos 12 al 14 comprenden la región 3’ terminal del RNA genómico 
donde se producen los RNAs subgenómicos del virus. Esta observación sugiere que en estas regiones 
genómicas debe existir alguna característica especial que en última instancia promueva o estimule la 
formación de vsRNAs. En ningún caso fueron detectadas señales de hibridación con los distintos 
fragmentos de TRV1 empleando como sondas preparaciones de sRNAs procedentes de plantas 











Figura 4.4. Distribución espacial de los vsRNAs a lo largo de TRV1. (A) Representación esquemática de TRV1 y 
de los 14 fragmentos amplificados por PCR. (B) y (C) Northern reverso de los fragmentos de TRV1 hibridados con 
preparaciones radiactivas de sRNAs obtenidos a partir de inflorescencias de A. thaliana Col-0 (B) o de hojas de N. 
benthamiana (C) infectados con TRV. Un fragmento de DNA correspondiente al gen uiAd (GUS) se usó como 
control negativo. La tinción con EtBr se usó como control de carga. Las membranas se rehibridaron eliminando la 
radiactividad anterior con tampón SSC 0.1X/SDS 0.1%. La intensidad de las bandas se midió por densitometría a 
partir de las películas expuestas a la radiactividad. Los histogramas representan el porcentaje de la señal de 
hibridación correspondiente a cada fragmento de PCR en relación a la intensidad total de todos los fragmentos. Para 
arabidopsis, las barras de error representan la desviación estándar de 4 réplicas experimentales. Como control de 
especificidad de las sondas se emplearon preparaciones purificadas de sRNAs de plantas agroinfiltradas con tampón 
o inoculadas con extracto vegetal de planta sana. 
 
Para comprobar si el patrón de acumulación de vsRNAs estaba influenciado por la especie vegetal 
se repitió el experimento empleando N. benthamiana como planta hospedadora. Para determinar si la 
síntesis de vsRNAs a lo largo del genoma del virus pudiera además variar en distintos estadios de la 
infección, investigamos la distribución de los vsRNAs en hojas inoculadas y hojas superiores 
infectadas. Para ello obtuvimos preparaciones purificadas de sRNAs a partir de hojas agroinfiltradas 
con TRV y de hojas superiores infectadas (no agroinfiltradas) a los 5 y 10 d.p.a. de un conjunto de 3 a 
5 plantas. Las sondas obtenidas a partir de estas preparaciones se utilizaron para hibridar los 14 
fragmentos de PCR en los que dividimos el genoma de TRV1. Los resultados obtenidos revelaron 
igualmente una distribución heterogénea de los vsRNAs a lo largo del genoma de TRV1 (Figura 
4.4C). Curiosamente, los mayores niveles de vsRNAs en las hojas agroinfiltradas correspondieron con 
Resultados 
 67
los fragmentos 1 al 10, mientras que los fragmentos del 11 al 14 acumulaban cantidades relativamente 
menores (Figura 4.4C). No obstante, en las hojas jóvenes superiores recién infectadas se observó una 
mayor proporción de vsRNAs procedentes de la región 3’ del virus (fragmentos del 12 al 14) en 
comparación con lo observado en las hojas inoculadas. Así, la distribución de vsRNAs observada en 
hojas superiores a los 10 d.p.a. respondía a un patrón similar al observado en inflorescencias de 
arabidopsis infectadas sistémicamente (Figura 4.4). Esta observación es consecuente con una mayor 
actividad replicativa y transcripcional (síntesis de mRNA subgenómicos) del virus en los tejidos recién 
colonizados respecto a las hojas inicialmente infectadas. No obstante, estas observaciones hay que 
interpretarlas con cautela puesto que no se realizaron réplicas biológicas del experimento en N. 
benthamiana, no pudiéndose descartar un efecto distorsionador debido a la variabilidad inter-muestral 
en el desarrollo de la infección y en las respuestas de silenciamiento. Por tanto, las diferencias que 
encontramos entre los tres estadios de la infección analizados en N. benthamiana y con inflorescencias 
de arabidopsis podrían deberse entre otras causas a i) diferencias en la carga viral en las muestras 
analizadas (Figura 4.2 y 4.3), ii) diferencias en el momento del ciclo de la infección o iii) diferencias en 
la homogeneidad de la infección entre estos tejidos de ambas plantas. Todas estas variables podrían 
modular el efecto de la maquinaria de silenciamiento sobre la producción de vsRNAs y/o determinar 
el perfil de acumulación de estas moléculas en el tejido infectado. 
4.1.3 Secuenciación a pequeña escala de vsRNAs de TRV 
Con el fin de obtener datos más precisos sobre la composición y origen de los vsRNAs generados 
por la maquinaria de silenciamiento durante una infección viral realizamos un experimento de 
clonación y secuenciación a pequeña escala de sRNAs procedentes de plantas de A. thaliana y N. 
benthamiana infectadas sistémicamente con TRV. Las preparaciones purificadas de sRNAs se 
obtuvieron a partir de inflorescencias de arabidopsis a los 15 d.p.i. o de hojas superiores no 
agroinfiltradas de N. benthamiana a los 3 d.p.a. Las colecciones de sRNAs se prepararon y clonaron tal 
como se describe en el apartado 3.5. En total se analizaron aproximadamente 200 colonias 
transformadas portadoras de plásmido con inserto, de las cuales aproximadamente el 50% contenían 
de entre 1 a 8 amplicones (A2-sRNA-A1) concatenados. El análisis BlastN de las secuencias frente al 
genoma de TRV nos permitió identificar 143 vsRNAs (95 en la colección de N. benthamiana y 48 en la 
colección de arabidopsis) con un 100% de identidad con el genoma de referencia. 
La longitud de los vsRNAs clonados de esta manera variaba entre 17 y 24 nts, siendo los más 
abundantes los de 21 y 22 nts (Figura 4.5A). En hojas infectadas de N. benthamiana, los vsRNAs de 21 
nts estaban en la misma proporción que los de 22 nts (45,5% y 44,7%, respectivamente), mientras que 
en inflorescencias de arabidopsis los vsRNAs de 21 nts eran los más abundantes (65,2%). Los 
vsRNAs mapeaban en distintas posiciones del genoma viral tanto en orientación sentido (positiva) 
como antisentido (negativa) (Figura 4.5B). En N. benthamiana, el 45,6% de los vsRNAs clonados de 
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TRV1 eran de polaridad positiva, mientras que el 54,4% eran de polaridad antisentido, sugiriendo que 
las cadenas de RNA viral de ambas polaridades contribuían de manera similar a la formación de 
vsRNAs. Sin embargo, para TRV2, el 73% de los vsRNAs clonados eran de polaridad sentido, lo que 
indicó una contribución asimétrica de las dos cadenas de RNA viral. La asimetría en la polaridad de 
los vsRNAs también se encontró en plantas de arabidopsis infectadas, donde el 64% de los vsRNAs 
clonados a partir de TRV1 procedían de la cadena viral positiva y el 36% lo hacían de la cadena 
antisentido (Figura 4.5B). Aunque los resultados obtenidos no pueden ser concluyentes debido al 
escaso número de secuencias analizadas, los datos de secuenciación encajan con nuestras 
observaciones anteriores que sugieren que los vsRNAs i) se distribuyen a lo largo del genoma viral, ii) 
se producen a partir de cadenas positivas y negativas del virus y iii) se acumulan preferentemente 















Figura 4.5. Caracterización de las poblaciones de vsRNAs de TRV en plantas de A. thaliana y N. benthamiana. (A) 
Histograma de distribución de tamaños de los vsRNAs clonados a partir de plantas infectadas. (B) Distribución 
espacial y polaridad de los vsRNAs clonados a lo largo de TRV1 y TRV2. N. benthamiana (negro) y A. thaliana (verde). 
Orientación sentido (S) o antisentido (A). 
4.1.4 Secuenciación masiva de vsRNAs en virus de RNA y DNA 
Para ampliar los resultados obtenidos en la secuenciación de sRNAs a pequeña escala y poder 
disponer de una imagen precisa de la composición, abundancia y diversidad de vsRNAs en la célula 
vegetal durante las infecciones virales, empleamos tecnologías de secuenciación masiva para estudiar 
las poblaciones de vsRNAs en el tejido infectado. En esta tesis utilizamos dos plataformas de 
secuenciación de DNA: la plataforma 454 FLX Pyrosequencer (Roche) y la plataforma Illumina/Solexa 
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Genome Analyzer (Illumina). Las muestras enriquecidas en sRNAs se obtuvieron mediante 
fraccionamiento en gel de RNA total purificado a partir de muestras combinadas de 15-20 plantas 
infectadas con virus. Los sRNAs se ligaron en sus extremos 5’ y 3’ a adaptadores de RNA para 
generar RNAs híbridos y se amplificaron según un protocolo de RT-PCR convencional empleando 
cebadores específicos para las secuencias de cada uno de los adaptadores. El producto de PCR 
obtenido se separó en geles nativos de poliacrilamida y se visualizó por luz ultravioleta (ver detalles en 
apartado 3.6). Independientemente de la colección analizada se detectaban hasta cuatro bandas de 
amplicones de DNA que migraban según un patrón de tamaños concreto entre aproximadamente 80 
y 100 pb (Figura 4.6). Los productos de amplificación variaron entre distintas colecciones ya que no 
todas las bandas estaban presentes en todas ellas. Para conocer el contenido de estos productos 
amplificados y determinar cuáles de ellos contenían mayor proporción de amplicones con vsRNAs, 
todas las bandas obtenidas por PCR en cada colección se escindieron del gel, se purificaron y se 
clonaron por separado tal como se describe en el apartado 3.6.4. El hecho de fraccionar y purificar 
estos amplicones a partir de geles de poliacrilamida en lugar de geles de agarosa nos permitió obtener 
una mejor separación de las bandas y un producto de purificación más concentrado y con mayor 
pureza que el obtenido empleando agarosa y usando kits comerciales (Kasschau et al., 2007). Para 
cada amplicón se seleccionaron entre 10 y 20 colonias transformantes para su secuenciación por 
capilares (ver apartado 3.6.4). La secuenciación de cada banda por separado nos permitió saber que en 
general, las bandas A y B contenían mayoritariamente secuencias de sRNAs ligados a adaptadores 
(A1X-sRNAs-Aa2) mientras que las bandas C y D contenían el producto de la ligación de los dos 
adaptadores de RNA entre sí (A1X-Aa2) o ligaciones parciales de estos adaptadores con los cebadores 
utilizados en la PCR (Figura 4.6). De este modo, pudimos determinar la aptitud de cada colección 
previamente a la secuenciación de alto rendimiento, seleccionando aquellos amplicones de DNA cuyo 
porcentaje de sRNA unidos a los adaptadores fuera del 90-100%. Además, la calidad del DNA de las 























Figura 4.6. Análisis electroforético de amplicones de DNA para secuenciación masiva. Se muestran los 4 posibles 
productos de amplificación en gel de poliacrilamida nativo al 12% y tinción con SYBR Gold. Se indica la posición de 
100 pb de un marcador comercial de DNA. 
 
Con el fin de investigar si las poblaciones de vsRNAs producidas en distintos patosistemas 
presentaban características comunes que nos permitieran inferir un mecanismo universal para la 
biosíntesis de estas moléculas, empleamos la secuenciación 454 para caracterizar las poblaciones de 
vsRNAs producidos por diversas especies virales en distintas plantas hospedadoras. Las colecciones 
de sRNAs se construyeron según el esquema anterior a partir de RNA total purificado de 
inflorescencias y hojas de roseta de plantas de A. thaliana infectadas con TRV, TuMV y CMV; de 
hojas superiores no inoculadas de plantas de N. benthamiana infectadas con CymRSV, PVX y PMMoV 
y de hojas superiores no inoculadas de plantas de Solanum lycopersicum infectadas con TYLCV (Tabla 
4.1).  
La secuenciación de sRNAs a través de la plataforma 454 se realizó en una única carrera de 
secuenciación siguiendo un formato multiplex en el que cada una de las colecciones podía identificarse 
sin ambigüedad posible según un código de secuencia exclusivo contenido en el contexto del 
adaptador 5’ (Tabla A.1 en Apéndice A). Como resultado obtuvimos un total de 157.165 lecturas con 
secuencias reconocibles para los adaptadores 5’ y 3’ que se asignaron a colecciones específicas 
atendiendo a la secuencia del identificador (detalles en el apartado 3.8.3). Las secuencias de sRNAs se 
cotejaron mediante análisis BlastN con los correspondientes genomas de referencia. Dado el error 
inherente a esta tecnología de secuenciación, algunas secuencias presentaban desapareamientos 
puntuales. Sin embargo, tan sólo se consideraron como válidas para nuestros análisis posteriores 
aquellas secuencias que presentaban una similitud completa con el genoma viral. En total se 
obtuvieron 37.109 lecturas de vsRNAs para el conjunto de las colecciones que representaban 12.815 
secuencias únicas. Las lecturas totales de vsRNAs variaron desde 22.468 en CymRSV a 497 en TuMV 
y las secuencias únicas entre 3.925 en CymRSV y 183 en PVX (Tabla 4.1). La longitud de las lecturas 
de vsRNAs oscilaba entre 17 y 28 nts aunque el 92% (59.984) de ellas se incluía en el rango de 20 a 24 
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nts. Todas las secuencias identificadas como vsRNAs únicos pudieron asignarse inequívocamente a 
una, y solo una, posición concreta del genoma viral correspondiente. El número de secuencias totales 
y únicas de vsRNAs para cada colección planta-virus analizada se muestra en la tabla 4.1. 
 
Tabla 4.1. Virus y plantas hospedadoras utilizados en la construcción de colecciones de vsRNAs. 
* Lecturas obtenidas con la plataforma de secuenciación Illumina/Solexa Genome analyzer. El resto fueron 
obtenidas con la plataforma 454 FLX Pyrosequencer. 
 
La plataforma Illumina se utilizó para la secuenciación de una muestra única de vsRNAs obtenida 
a partir de inflorescencias de arabidopsis infectadas con TRV. En total se obtuvieron 2.164.913 
lecturas de sRNAs flanqueadas por los adaptadores. De ellas, 372.138 lecturas se identificaron como 
vsRNAs mediante análisis BlastN frente al genoma de TRV y representaban 22.063 secuencias únicas 
de vsRNAs con un 100% de identidad con los RNAs 1 y 2 de TRV (Tabla 4.1). 
4.1.4.1 vsRNAs en el sistema modelo TRV 
La población de vsRNAs en plantas de arabidopsis infectadas con TRV se analizó en esta tesis 
siguiendo los dos protocolos de secuenciación descritos anteriormente. Los resultados obtenidos con 
cada metodología se presentan separadamente de modo que sea posible determinar si proporcionan o 
no un patrón reproducible. Empleando la secuenciación 454 obtuvimos 5.224 lecturas de vsRNAs de 
TRV que representaban 3.367 secuencias únicas. Estas cifras distan significativamente de las 372.138 
y 22.063 lecturas totales y únicas, respectivamente, obtenidas por el método Illumina. Estas 
diferencias se deben a las distintas estrategias empleadas por ambas plataformas para la captura y 
secuenciación del DNA y muy especialmente, al formato multiplex empleado en la secuenciación 454 
que limita el número de posibles lecturas de cada colección en una única carrera de secuenciación 
(Mardis, 2008). 











        
TRV No asignada Tobravirus (+)-ssRNA, bipartito A. thaliana 25.188 5.224 3.397 
   
 
 
 2.164.913* 372.138* 22.063* 
CymRSV Tombusviridae Tombusvirus (+)-ssRNA, monopartito N. benthamiana 34.998 22.468 3.925 
CMV Bromoviridae Cucumovirus (+)-ssRNA, tripartito A. thaliana 17.410 2.464 1.649 
PMMoV No asignada Tobamovirus (+)-ssRNA, monopartito N. benthamiana 27.824 4.411 2.561 
TuMV Potyviridae Potyvirus (+)-ssRNA, monopartito A. thaliana 16.699 497 410 
PVX Flexiviridae Potexvirus (+)-ssRNA, monopartito N. benthamiana 17.309 651 183 
TYLCV Geminiviridae Begomovirus ssDNA, circular S. lycopersicum 17.737 1.212 720 
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El 96,3% (5.035) de los vsRNAs derivados de TRV en la secuenciación 454 y el 96,7% (359.916) 
de los obtenidos en la secuenciación Illumina, correspondían a vsRNAs de 20 a 24 nts de longitud 
(Figura 4.7A). En ambos casos, la clase predominante fue de 21 nts [54,9% (2.867) con 454 y 53% 
(197.247) con Illumina], seguidos de los de 22 nts [27,4% (1.431) con 454 y 27,2% (101.119) con 
Illumina] (Figura 4.7A). La distribución porcentual de tamaños para las lecturas totales era 
sustancialmente idéntica con las dos plataformas de secuenciación empleadas. Sin embargo, mientras 
que la distribución de secuencias únicas en la secuenciación 454 (Figura 4.7A), seguía un patrón 
similar al de lecturas totales, las diferencias en la proporción de cada tamaño para las secuencias 
únicas se suavizaban considerablemente en la colección Illumina. Este efecto se debe seguramente a 
una tendencia hacia la saturación debida al mayor esfuerzo en la secuenciación (Figura 4.7A).  
Las lecturas, totales y únicas, se analizaron en función de su origen a partir de cadenas positivas o 
negativas de RNA viral. Independientemente de la plataforma de secuenciación utilizada, las lecturas 
totales de vsRNAs de TRV fueron mayoritariamente de polaridad positiva [80% (4.178) con 454 y 
75% (278.692) con Illumina] (Figura 4.7B). El análisis de las lecturas únicas obtenidas por 454 
mostraba igualmente una mayor proporción de vsRNAs sentido. Por el contrario, la secuenciación 
Illumina revelaba una disminución considerable en el sesgo en la polaridad de cadena para las 
secuencias únicas ya que el porcentaje de vsRNAs únicos con polaridad sentido fue del 61,3%, 
próximo a la proporción 1:1 (Figura 4.7B). En conclusión, los resultados obtenidos empleando estas 
dos plataformas de ultra-secuenciación no diferían sustancialmente y mostraban características 
similares en la población de vsRNAs de TRV que coincidían satisfactoriamente con los datos 




Figura 4.7. Distribución porcentual de lecturas totales y únicas de vsRNAs de TRV según su tamaño (A) y 
polaridad (B). En ambos casos se muestran los datos obtenidos mediante las plataformas 454 e Illumina.  
4.1.4.2 vsRNAs en otros sistemas planta-virus 
Los datos de secuenciación 454 obtenidos para otros sistemas planta-virus revelaron una 
distribución de tamaños reproducible y coherente con lo observado para TRV. El análisis de las 
lecturas totales mostraba que, en la mayoría de los casos, los vsRNAs más abundantes eran los de 21 
nts que representaron entre el 69,8% para TuMV y el 48,8% para TYLCV, seguidos de los vsRNAs 
de 22 nts que variaron entre un 35,1% del total para PVX y un 15,3% para TuMV (Figura 4.8A). La 
única excepción fue para CymRSV, el cual acumuló mayores niveles de vsRNAs totales de 22 nts 
(38,3%) que de 21 nts (22,7%). Estos resultados están en conflicto con un experimento reciente de 
secuenciación masiva de vsRNAs derivados de CymRSV donde se observó que los vsRNAs de 21 nts 
eran la clase predominante en plantas infectadas con el virus silvestre mientras que los vsRNAs de 22 
nts eran mayoritarios en plantas infectadas con una versión de este virus deficiente en el supresor de 
silenciamiento P19 (Szittya et al., 2010). En general, la distribución de las lecturas únicas fue similar a 
la de lecturas totales, con una tendencia a moderarse las diferencias en la proporción de los distintos 





Figura 4.8. Distribución de tamaños y orientación de los vsRNAs derivados de distintos virus de plantas. Para la 
descripción del contenido véase la Figura 4.7. 
 
La asimetría en la polaridad de cadena con dominancia de vsRNAs de polaridad positiva también 
parecía ser una característica inherente a las poblaciones de vsRNAs generadas por otros virus en 
distintas especies hospedadoras. El caso más extremo lo representaba CymRSV, para el que el 90,5% 
de las lecturas totales de vsRNAs en la muestra secuenciada derivaron de cadenas positivas del RNA 
viral (Figura 4.8B). Los tejidos infectados con CMV o con PMMoV acumulaban un 70% u 82% de 
secuencias positivas, respectivamente (Figura 4.8B), mientras que la colección secuenciada de 
vsRNAs derivados de PVX estaba enriquecida moderadamente en especies con orientación sentido 
(61,7%) (Figura 4.8B). Por el contrario, TuMV y TYLCV, el único virus con genoma de DNA 
analizado, acumulaban en el tejido infectado casi el mismo número de vsRNAs totales de ambas 
orientaciones (Figura 4.8B). Estos porcentajes fueron similares, o ligeramente atenuados, al analizar 
las secuencias únicas de vsRNAs (Figura 4.8B). 
Las lecturas de vsRNAs presentaban diferencias significativas, aunque leves, en la composición de 
bases en su extremo 5’ (X23>8.0266, P<0.0454) para la mayoría de los virus, incluyendo el sistema 
modelo TRV. En general, tenían preferencia a comenzar por U o A y una clara tendencia a carecer de 
G (Figura 4.9). Concretamente, los vsRNAs de 21 y 22nts y polaridad sentido que poseían U en el 
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extremo 5’ eran mayoritarios en plantas infectadas con CymRSV, TRV, CMV,  PMMoV y TYLCV, 
mientras U o A en el extremo 5' estaban representados igualmente en las colecciones de vsRNAs 
positivos de  TuMV y PVX (Figura 4.9). Las secuencias de los vsRNAs de polaridad antisentido eran, 
en general, menos sesgadas en su nucleótido 5’ terminal puesto que U, A o C eran igual de 
abundantes en esta posición en las colecciones obtenidas con la mayoría de los virus analizados en 
esta tesis (Figura 4.9).  
En conclusión, los virus de plantas, independientemente de su origen taxonómico, parecen ser 
diana de los mismos componentes de las rutas de silenciamiento de la planta ya que la composición 
de las poblaciones de vsRNAs analizados era bastante similar en cuanto a distribución de tamaños, 


















Figura 4.9. Identidad del nucleótido 5’ terminal de los vsRNAs. Los histogramas muestran el porcentaje de cada 
nucleótido (A, C, U, G) en posición 5’ de las lecturas totales de los vsRNAs de 21 nts (arriba) y 22 nts (abajo) de 
ambas orientaciones. (+), sentido; (-), antisentido. 
4.1.5 Origen y diversidad de los vsRNAs 
Con el fin de determinar el origen de los vsRNAs producidos durante la infección e inferir la 
diversidad de secuencias en sus poblaciones estudiamos la distribución espacial de las lecturas únicas 
obtenidas por secuenciación masiva en los sistemas virales empleados en esta tesis. De esta manera, 
esperamos deducir los sitios potenciales de procesamiento del RNA viral por la maquinaria de 
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silenciamiento y estimar el potencial regulador de las poblaciones de vsRNAs generadas durante la 
infección. 
4.1.5.1 vsRNAs y diversidad en el sistema modelo TRV 
El análisis BlastN de las secuencias únicas de TRV obtenidas con cada plataforma de 
secuenciación revelaba que los vsRNAs se disponían a lo largo de todo el genoma del virus, en ambas 
orientaciones, de modo que la práctica totalidad de sus posiciones nucleotídicas estaba representada 
en el conjunto de secuencias. Así, los vsRNAs únicos (20 a 24 nts) con orientación positiva y negativa 
obtenidos con la secuenciación Illumina abarcaban el 96% y 95%, respectivamente, del genoma de 
TRV1 y el 94,5% y 92,1%, respectivamente, del genoma de TRV2 (Figura 4.10 y 4.11). El porcentaje 
del genoma viral representado en el conjunto de los vsRNAs únicos también se calculó 
individualmente para los vsRNAs secuenciados de 21, 22 y 24 nts por ser los tamaños encontrados 
mayoritariamente en las colecciones secuenciadas. En general, la cobertura genómica considerando las 
secuencias Illumina de polaridad positiva era superior al 90% en todos los casos y algo menor al 
analizar secuencias derivadas de las cadenas negativas del virus (Figura 4.10 y 4.11). Lógicamente, 
debido a la menor intensidad del muestreo, estos porcentajes fueron menores con las secuencias 
obtenidas por 454, siendo del 90% para los vsRNAs sentido y del 69% para los vsRNAs antisentido 
derivados de TRV1 y del 84% para los vsRNAs sentido y el 66% para los vsRNAs antisentido 
derivados de TRV2 (Figura 4.10 y 4.11). Las secuencias únicas de polaridad positiva de 21, 22 y 24 nts 











Figura 4.10. Cobertura genómica de TRV en las colecciones secuenciadas de vsRNAs únicos. Los histogramas 
representan el tanto por ciento de las posiciones nuclotídicas del genoma de TRV1 y TRV2 que están ocupadas por 
al menos un vsRNA único de 20 a 24 nts, de 21 nts y de 22 nts, en ambas orientaciones a partir de las secuencias 




Con la intención de delimitar posibles zonas del genoma viral con mayor o menor riqueza de 
secuencias en las colecciones de vsRNAs representamos gráficamente la distribución de las lecturas 
únicas a lo largo de los RNAs 1 y 2 de TRV. La Figura 4.11 muestra la distribución ubicua de los 
vsRNAs únicos acorde a un patrón heterogéneo, más acusado en los gráficos generados a partir de 
secuenciación 454 donde el esfuerzo de muestreo fue menor. De esta manera, existen posiciones 
nucleotídicas a lo largo del genoma que están muy bien representadas en el conjunto de secuencias 
únicas, mientras que otras posiciones lo están en menor medida (Figura 4.11). Al analizar de forma 
independiente la distribución de las secuencias obtenidas con cada plataforma de secuenciación 
observamos que en cada caso los vsRNAs de 21, 22 y 24 nts tienden a concentrarse en las mismas 
posiciones genómicas, lo que podría sugerir una mayor estabilidad de estas secuencias o una 
accesibilidad preferente de los distintos componentes de biosíntesis de sRNA hacia estas zonas del 
genoma del virus (Figura 4.11). Por otra parte, es importante mencionar que no siempre fue posible 
encontrar un paralelismo al comparar los gráficos obtenidos con ambas metodologías de 
secuenciación entre las zonas con mayor o menor diversidad de secuencias. 
En los dos experimentos de secuenciación encontramos una zona de unos 60 nts (entre las 
posiciones ~1649 y ~1708) en el TRV2 que aparentemente no da lugar a secuencias de vsRNAs 
(Figura 4.11). Esta región corresponde a un fragmento del MCS que porta exclusivamente el plásmido 
pTRV2-PDS usado en esta tesis. Al emplear como genoma de referencia la secuencia completa del 
RNA2 del aislado silvestre, no ha sido posible mapear en esta región recombinante ningún vsRNAs, 
















Figura 4.11. Distribución de los vsRNAs únicos a lo largo del genoma de TRV. (A) Los histogramas representan 
el número de vsRNAs únicos que mapean en cada una de las posiciones nuclotídicas del genoma de TRV (TRV1 y 
TRV2). Los gráficos corresponden con las secuencias de 20 a 24 nts y de 21 nts, 22 nts y 24 nts, obtenidas mediante 
las tecnologías Illumina y 454. El número total de vsRNAs únicos (n) se indica en cada caso. Los puntos del gráfico 
por encima del eje X muestran los vsRNAs en orientación sentido (S); los puntos por debajo, los vsRNAs en 
orientación antisentido (AS). Las barras encima de cada histograma representan el grado de cobertura genómica en 
cada conjunto de secuencias de vsRNAs en orientación sentido (azul) y en orientación antisentido (rojo). Se muestra 
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una representación esquemática del RNA viral, mostrando la posición donde se forman los RNAs subgenómicos del 
virus.  
4.1.5.2 vsRNAs y diversidad en otros sistemas planta-virus 
Las secuencias de vsRNAs obtenidas por secuenciación 454 en el resto de colecciones se 
mapearon con sus respectivos virus de referencia y de nuevo se calculó el porcentaje del genoma 
representado en el conjunto de secuencias únicas de vsRNAs. Los vsRNAs (sentido y antisentido) 
procedentes de plantas infectadas con CymRSV y PMMoV representaban aproximadamente el 98% 
de los correspondientes genomas (Figura 4.12 y 4.13). Para CMV y TYLCV el porcentaje de genoma 
representado por vsRNAs únicos de ambas orientaciones fue del 65% y del 50%, respectivamente 
(Figura 4.12 y 4.13). El grado de cobertura del genoma viral también se calculó por separado para los 
vsRNA de 21, 22 y 24 nts. Por ejemplo, en el caso de CymRSV, los vsRNAs de 22 nts con 
orientación sentido y antisentido representaban el 95% y el 51% respectivamente, del genoma (Figura 
4.12 y 4.13). Los vsRNAs positivos de 21 y 24 nts ofrecían una cobertura del 84% y del 36%, 










Figura 4.12. Cobertura genómica en las colecciones secuenciadas de vsRNAs únicos. Se muestran los datos 
obtenidos con la secuenciación 454. Para la descripción del contenido véase la Figura 4.10. 
 
Si representamos gráficamente la distribución espacial de las secuencias únicas obtenidas en cada 
colección (Figura 4.13) observamos, al igual que en el caso del modelo TRV, la existencia de zonas en 
el genoma viral especialmente ricas en secuencias de vsRNAs tanto más evidentes cuanto menor es el 
número de secuencias únicas obtenidas en la secuenciación. De este modo, para CymRSV 
observamos una distribución genómica de los vsRNAs de ambas polaridades más homogénea que 
para virus para los que hemos capturado menor número de secuencias como PVX, TYCLV o TuMV 
(Figura 4.13). Esta observación sugiere que el grado de cobertura de cada genoma viral, inferido a 
partir de colecciones secuenciadas, sea una función directa del esfuerzo de secuenciación de modo 
que cuanto más exhaustivo es el muestreo de secuencias, mayor uniformidad en el perfil de lecturas 
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únicas esperaríamos encontrar para un virus dado (ver apartado 4.1.5.1). De hecho, la secuenciación 
Illumina de vsRNAs de TRV proporciona una distribución de secuencias únicas en general más 
homogénea que la observada por la tecnología 454. Tal como se observó con TRV, los perfiles de 
distribución de secuencias únicas para los tamaños dominantes (21 y 22 nts) en todos los virus 
investigados fueron muy similares entre sí, lo que sugiere similitudes en la forma en que la maquinaria 
de silenciamiento utiliza los genomas virales como molde para la síntesis de las distintas clases de 
vsRNAs (Figura 4.13).  
 




Figura 4.13. Distribución genómica de los vsRNAs únicos obtenidos en la secuenciación 454. El contenido de la 
figura es similar al descrito en la figura 4.11. 
 
En conjunto, nuestros datos evidencian la biosíntesis de vsRNAs en cualquier posición 
nucleotídica a partir de cadenas virales positivas y negativas. De hecho, el mapeo de alta resolución en 
regiones con gran densidad de secuencias únicas muestra cómo los vsRNAs se disponen 
superpuestos unos con otros formando un continuo de secuencias espaciadas a intervalos de 1 nt 
(Figura 4.14). Extrapolando estos resultados podemos inferir que el número máximo de vsRNAs 
únicos de cada tamaño generado por un virus en particular está solamente limitado por el tamaño de 
su genoma. Este número teórico podría calcularse por la ecuación: n=x-(y-1), donde “x” es el tamaño 








Figura 4.14. Configuración superpuesta de las secuencias únicas de vsRNAs. Se muestran varias regiones 
representativas de algunos de los virus empleados en este estudio. Las líneas horizontales ilustran la posición de los 
vsRNAs de polaridad sentido (S) y antisentido (AS) en ventanas de secuencias de 21 ó 22 nts. Los vsRNAs de 
polaridad sentido son 5’-3’; los vsRNAs de polaridad antisentido son 3’-5’. Las líneas guía corresponden a 
incrementos de 1 nt. Las coordenadas en el genoma viral están indicadas debajo de cada gráfico. Los datos para TRV 
son los obtenidos con la secuenciación Illumina. 
 
En conclusión, los resultados obtenidos mediante ambas plataformas de secuenciación 
corroboraban experimentos previos mediante hibridaciones de RNA y clonación de sRNAs a 
pequeña escala (ver apartados 4.1.3 y 4.2) indicando que todo el genoma viral sirve como sustrato 
potencial para la síntesis de vsRNAs y poniendo de manifiesto la enorme diversidad de secuencias en 
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las poblaciones de vsRNAs en la célula infectada. Aunque existen algunas diferencias en el patrón de 
distribución de las secuencias únicas cuando se comparaban los datos obtenidos con cada tecnología 
de secuenciación masiva, podemos asumir que éstas se deben entre otras razones a diferencias en el 
rendimiento de secuencias obtenidas. 
4.1.6 Estimación de la saturación y riqueza de especies en la secuenciación de vsRNAs 
El porcentaje de secuencias de 20 a 24 nts con una única lectura en la colección Illumina de 
vsRNAs de TRV (22.063 secuencias únicas) era del 47%, sustancialmente inferior al 72% observado 
con la secuenciación 454 (3.397 secuencias únicas) (Figura 4.15). Estas diferencias se mantienen al 
analizar la frecuencia de aparición de secuencias únicas por tamaños. Por ejemplo, el porcentaje de 
vsRNAs de TRV de 21 nts secuenciados una vez disminuyó desde un 68% en la secuenciación 454 a 
un 49% en la secuenciación Illumina (Figura 4.15), a la vez que aumentaba la proporción de vsRNAs 
secuenciados más de 3 veces (un 34% más) (Figura 4.15). En el caso de las colecciones obtenidas por 
454, la mayoría de las lecturas únicas de 20 a 24 nts se secuenciaron de 1 a 30 veces (26.283) 
[incluimos los datos relativos a la secuenciación de vsRNAs derivados del Virus de la mancha 
necrótica del melón (Melon necrotic spot virus, MNSV) y del Virus del mosaico de la sandía (Watermelon 
mosaic virus, WMV) obtenidos por Daniel González-Ibeas y Miguel A. Aranda (CEBAS-CSIC) en 
colaboración con nuestro grupo]. En promedio, el 69% (11.818) del total de las lecturas de vsRNAs 
se secuenciaron sólo una vez y el 84% (15.075) de 1 a 2 veces (Figura 4.15). Por ejemplo, el 
porcentaje de secuencias únicas de 20 a 24 nts con una sola lectura en la colección secuenciada fue del 
51,8% para MNSV (con 9.057 secuencias únicas) y del 54,5% en CymRSV (con 3.925 secuencias 
únicas) (Figura 4.15). Por el contrario, las frecuencias de secuenciación fueron en general bajas en las 
colecciones con un menor tamaño muestral, como TuMV (410 secuencias únicas) o WMV (1.153 
secuencias únicas) donde el 86,5 y el 82%, respectivamente, de los vsRNAs presentaba una sola 
lectura (Figura 4.15).  
En línea con esta idea, los vsRNAs de TRV de 21 nts de orientación sentido obtenidos por 
Illumina representaban el 38% del máximo teórico de secuencias posibles estimadas para este tamaño 
frente al 13% observado en la secuenciación 454 (Tabla 4.2). De forma similar, los porcentajes 
aumentan para los vsRNAs de 22 y 24 nts desde el 7,9% y el 3,3%, respectivamente, con 454 al 32% y 
24%, respectivamente, con Illumina (Tabla 4.2). En conjunto, estos datos responden a la lógica de 




Las bajas frecuencias de secuenciación obtenidas por 454 evidenciaban el hecho de que las 
colecciones no estaban saturadas y sugerían que para llegar a identificar todas las secuencias teóricas 
posibles que un virus pudiera originar era necesario un mayor esfuerzo de secuenciación. Esta 
conclusión podría aplicarse incluso al experimento de secuenciación con Illumina en el que se 
analizaron 372.318 vsRNAs a partir de una colección de más de 2 millones de lecturas.  
 
Figura 4.15. Frecuencias de secuenciación de vsRNAs. Los histogramas muestran las frecuencias de 
secuenciación (eje X) referidas como el número de veces que cada vsRNA único de 20 a 24 nts, de 21 nts y de 22 nts 
se secuenció en cada colección. Los datos están referidos al porcentaje de vsRNAs de cada categoría con respecto a 

















(nts) # (+)vsRNAs únicos de 21 nts # (+)vsRNAs únicos de 22 nts # (+)vsRNAs únicos de 24 nts 
  Teórico 454 % Teórico 454 % Teórico 454 % 
           
MNSV 4.271 4.251 1.952 45,92 4.250 484 11,39 4.248 42 0,99 
CymRSV 4.733 4.713 741 15,72 4.712 1.239 26,29 4.710 276 5,86 
TRV1 6.792 6.770 912 13,47 6.769 533 7,87 6.767 224 3,31 
*   2.576 38,05  2.160 31,91  1.630 24,01 
CMV 8.623 8.563 661 7,72 8.560 287 3,35 8.554 28 0,33 
PMMoV 6.357 6.337 1.055 16,65 6.336 638 10,07 6.334 24 0,38 
WMV 10.035 10.015 344 3,43 10.014 226 2,26 10.012 0 0,00 
TuMV 9.834 9.814 166 1,69 9.813 37 0,38 9.811 1 0,01 
PVX 9.263 9.223 34 0,37 9.221 740 8,03 9.217 4 0,04 
TYLCV 2.781 2.761 144 5,22 2.760 145 5,25 2.758 20 0,73 
                      
*vsRNAs obtenidos mediante la plataforma Illumina 
 
Por tanto, aunque para los virus analizados en este estudio parecía existir una correlación directa 
entre el grado de saturación de las colecciones de vsRNAs y la intensidad de secuenciación, no estaba 
claro sin embargo cual debería ser el número de lecturas necesario para llegar a la saturación de 
secuencias únicas y si la saturación implicaría alcanzar el número máximo teórico para cada tamaño de 
vsRNA y virus. Con la intención de inferir el efecto del esfuerzo de muestreo (secuenciación) sobre la 
riqueza de especies (secuencias) de vsRNAs en cada colección, cuantificamos las secuencias únicas de 
vsRNAs en el conjunto de secuencias obtenidas por 454 usando curvas de riqueza acumulativa de 
especies o curvas de rarefacción (Figura 4.16) (Gotelli and Colwell, 2001). Con este análisis 
pretendíamos evaluar gráficamente si el esfuerzo de secuenciación había sido suficiente para obtener 
todas las secuencias únicas posibles de vsRNAs de cada tamaño para un virus dado. Para ello, 
empleamos un sistema de remuestreo basado en métodos comunes para la medición de la riqueza de 
especies en estudios de biodiversidad (Gotelli and Colwell, 2001). Para cada grupo de secuencias 
obtuvimos una muestra aleatoria de una quinceava parte del total de las lecturas y contamos el 
número de secuencias únicas en este grupo. Después repetimos el muestreo, esta vez con grupos 
compuestos de dos quinceavas partes de las observaciones y contamos de nuevo el número de 
secuencias únicas. Repetimos el procedimiento en grupos hasta alcanzar el número total de lecturas 
obtenidas en cada caso y construimos una curva de secuencias únicas acumuladas que debería sugerir 
una asíntota si el esfuerzo de muestreo era lo suficientemente grande. Cada unidad de muestreo se 
repitió 100 veces de modo que cada punto de la curva mostraba el valor medio y su desviación 
estándar. Nuestros resultados demostraron claramente que el número de secuencias únicas en nuestro 
grupo de secuencias totales correlacionaba positivamente con el esfuerzo de muestreo de manera que 
Resultados 
 86 
cuantas más lecturas totales fueran tomadas mayor sería el número de secuencias únicas registradas 
para todos los virus analizados (Figura 4.16A). Además, la riqueza de especies apenas alcanzó una 
asíntota, y sólo se acercó a ésta cuando prácticamente se había muestreado todo el subconjunto de 
lecturas (Figura 4.16A). Este análisis indicaba que sería posible obtener una mayor representación de 
secuencias únicas si realizábamos una secuenciación exhaustiva de la colección de vsRNAs, pero que 
la saturación de especies únicas posiblemente requeriría la secuenciación completa de la población de 
vsRNAs en el tejido analizado.  
Cuando aplicamos la rutina de remuestreo sobre la lista de secuencias de vsRNAs de 21 nts de 
TRV1 en la secuenciación Illumina, observamos que de nuevo la riqueza de especies tendía a una 
asíntota a mayor esfuerzo de muestreo, pero sin llegar a alcanzarla (Figura 4.16B). Sin embargo, al 
realizar este mismo análisis de riqueza de especies a partir de una colección control saturada (1.000 
secuencias únicas de sRNAs, cada una de ellas repetida 100 veces) observamos que al muestrear una 
quinta parte de las secuencias (6.666) y repetirlo 100 veces, en la mayoría de las repeticiones ya 
obtenemos el número total de secuencias únicas (1.000) que hay en la colección (Figura 4.16C). Al 
muestrear dos quintas partes (19.998) de la población ya obtenemos el 100% de las secuencias totales 
en las 100 repeticiones del muestreo (Figura 4.16C). Es decir, en colecciones saturadas o próximas a 
la saturación es posible alcanzar una asíntota con pequeños esfuerzos de muestreo. 
 
Figura 4.16. Estimación de la riqueza de especies en las poblaciones de vsRNAs. Cuantificación de la riqueza de 
especies (eje Y) en función del esfuerzo de secuenciación (eje X) mediante curvas de rarefacción individuales. Las 
curvas representan la media de repeticiones de muestreo (100 repeticiones) de todas las lecturas de vsRNAs en cada 
colección. (A) Gráficas realizadas a partir de los vsRNAs de 21 nts obtenidos en la secuenciación 454 para TRV, 
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MNSV y PMMoV y de 22 nts derivados de CymRSV. (B) Los datos corresponden a los vsRNAs de 21 nts de TRV1 
en la secuenciación Illumina. (C) Datos correspondientes a una colección control compuesta por 1000 secuencias 
únicas cada una de ellas representada por 100 lecturas. 
 
En conclusión, el análisis de nuestros datos indicaba que 1) las frecuencias de secuenciación de los 
vsRNAs aumentan con la intensidad de la secuenciación, 2) el número de secuencias únicas de 
vsRNAs aumenta con respecto al máximo teórico total conforme aumenta el número de vsRNAs 
secuenciados y 3) la saturación de secuencias probablemente implique la obtención del número 
máximo de secuencias para un tamaño de vsRNA y virus dado. Este escenario confirma la enorme 
diversidad de secuencias de vsRNAs en los tejidos infectados con virus de plantas. 
4.1.7 Distribución de la abundancia de vsRNAs a lo largo de los genomas virales 
La secuenciación masiva es un método cuantitativo adecuado para obtener medidas discretas de la 
abundancia de vsRNAs concretos dentro de un conjunto de sRNAs superpuestos (Kasschau et al., 
2007; Lu et al., 2005; Rajagopalan et al., 2006). Con el fin de identificar con precisión las regiones 
genómicas que contribuyen mayoritariamente a la población de vsRNAs analizamos la abundancia 
relativa de vsRNAs representando gráficamente para cada colección el conjunto de lecturas obtenidas 
a lo largo del genoma viral de referencia.  
4.1.7.1 vsRNAs y abundancia en el sistema modelo TRV 
Las gráficas de acumulación de vsRNAs derivados de TRV generadas con cada plataforma de 
secuenciación mostraban una distribución de la abundancia heterogénea a lo largo del genoma de 
TRV1 y TRV2 (Figura 4.17). Así, el patrón obtenido para TRV revelaba regiones concretas del 
genoma que acumulaban mayor cantidad de vsRNAs. Un ejemplo relevante lo constituye la región 3’ 
terminal del RNA genómico de TRV1 que produce los RNAs subgenómicos 1a y 1b donde la 
cantidad de vsRNAs secuenciados es significativamente mayor comparado con otras regiones virales 
(t > 5,4211; P < 0,0161) (Figura 4.17). Este hecho es consistente con los resultados de hibridación 
obtenidos en el aparatado 4.1.2 y nos lleva a proponer que estos segmentos genómicos contribuyen 
significativamente a la formación de vsRNAs. También es significativa la presencia de puntos 
calientes de vsRNAs distribuidos a lo largo de todo el genoma y que representan pequeños 
agrupamientos de secuencias únicas de vsRNAs superpuestas y altamente repetitivas (Figura 4.17). 
Los datos obtenidos por Illumina indicaban la presunta existencia de 9 puntos calientes de vsRNAs 
distribuidos puntualmente a lo largo de todo el TRV1 (Figura 4.17). Aunque los vsRNAs de TRV1 
obtenidos en las dos plataformas de secuenciación coincidan en su distribución heterogénea, el 
análisis comparativo de las gráficas de abundancia muestra sin embargo diferencias entre las dos 
colecciones en las posiciones genómicas en las que se presentan estos puntos calientes de 
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acumulación preferencial de vsRNAs (Figura 4.17). Por ejemplo, la secuenciación 454 ponía de 
manifiesto tres puntos preferentes de vsRNAs de 20 a 24 nts con más de 20 lecturas en las posiciones 
nucleotídicas 589, 1546 y 5978-5979 (Figura 4.17). En la secuenciación Illumina, estas posiciones 
genómicas generaban picos de acumulación con más de 200 secuencias redundantes de 20 a 24 nts, 
pero no son los puntos calientes de vsRNAs más notorios (Figura 4.17). Además de éstas, 
encontrábamos otras nueve regiones del genoma de TRV1 en las posiciones 43, 133, 1648, 5619, 
5772-5775, 5894-5895, 6452-6456 y 6569 que generaban agrupamientos con más de 1.250 lecturas 
que sin embargo no aparecían representadas en la colección 454 (Figura 4.17). Estos picos contenían 
principalmente secuencias de vsRNAs de 21 nts (esta clase constituye el grueso de la población de 
vsRNAs para este virus) mientras que los picos de vsRNAs de 22 y 24 nts son menos conspicuos 
(Figura 4.17). Lo mismo observamos si comparamos las gráficas de abundancia para TRV2 entre las 
dos plataformas de secuenciación (Figura 4.17). Estas diferencias entre colecciones podrían tener una 
causa metodológica relacionada con el procedimiento de amplificación y secuenciación, así como por 
el número total de secuencias obtenidas con cada plataforma. En el caso de TRV1 recuperamos 65 
veces más lecturas con la secuenciación Illumina que con la secuenciación 454 y en el caso de TRV2 
el aumento en el número de lecturas fue de 79 veces más. Sin embrago, no podemos descartar que 
reflejen una variabilidad inherente a la forma en que los genomas virales son procesados por la 
maquinaria de silenciamiento que venga condicionada, por ejemplo, por el momento de la infección o 





















Figura 4.17. Distribución de la abundancia de los vsRNAs derivados de TRV. Los datos corresponden a vsRNAs 
derivados de TRV1 y TRV2 obtenidos mediante las plataformas Illumina y 454. Los histogramas representan el 
número total de lecturas cuyo extremo 5’ mapea en cada una de las posiciones nucleotídicas del genoma 
correspondiente usando todos los tamaños conjuntamente o por tamaños individuales. Los valores más altos han 
sido ajustados mostrando en cada caso el valor más alto encontrado. El contenido de la figura es similar al descrito 




4.1.7.2 vsRNAs y abundancia en otros sistemas planta-virus 
Los gráficos de abundancia generados para el resto de virus analizados reflejan igualmente una 
distribución desigual de los vsRNAs a lo largo de los correspondientes genomas virales, con regiones 
que presentan diferente densidad de lecturas de vsRNAs. En consonancia con lo observado en las 
colecciones secuenciadas de TRV1, la región 3’ terminal del genoma de CymRSV y PVX que se 
transcribe en RNAs mensajeros subgenómicos presentaban un aumento significativo en la cantidad 
de vsRNAs respecto a otras regiones del genoma viral (t < -3.6591, P > 0.03336) (Figura 4.18). En el 
caso de las regiones que producen los RNAs subgenómicos derivados de PMMoV y de CMV2 y 
CMV3, las diferencias en la producción de vsRNAs no parecían ser significativas con respecto a otras 
regiones genómicas al 95% de confianza. Los resultados del análisis estadístico podrían estar 
distorsionados por la presencia en estos tres RNAs genómicos de al menos un punto caliente en la 
región 5’ terminal. De hecho, cuantitativamente se apreciaba una tendencia a la sobre-acumulación de 
vsRNAs en las regiones que producen los RNAs genómicos de PMMoV y CMV. 
El perfil de lecturas revelaba para los virus analizados puntos concretos dispersos por el genoma 
donde los vsRNAs se acumulaban en forma de picos de abundancia (Figura 4.18). Estos puntos 
calientes de vsRNAs fueron más o menos llamativos dependiendo del virus analizado. Para la mayoría 
de los virus, los picos más destacados correspondían a vsRNAs de 21 nts (Figura 4.18). No obstante, 
aunque menos evidentes, los vsRNAs de 22 y 24 nts tendían a acumularse de forma preferente en las 
mismas regiones que albergaban los picos de abundancia de 21 nts (Figura 4.18). El caso más 
representativo lo constituye CymRSV para el que los vsRNAs se disponían formando al menos nueve 
picos bien definidos a lo largo del genoma (Figura 4.18). 
En conclusión, el análisis de la distribución de la abundancia de los vsRNAs sugiere un 
procesamiento heterogéneo de los sustratos virales en los que zonas con baja producción de vsRNAs 
se alternan con regiones genómicas más o menos definidas de acumulación preferente. La existencia 
de zonas de acumulación preferente parece ser por tanto una característica universal asociada a la 
biogénesis de vsRNAs independientemente del origen taxonómico del virus. No obstante, no 
podemos descartar la posibilidad de que el mapa de distribución de secuencias sea ajeno al 
procesamiento del RNA viral y que en realidad refleje el efecto de eventos que afectan a la estabilidad 















Figura 4.18. Distribución de la abundancia de los vsRNAs derivados de distintos virus de plantas. Los datos 
corresponden a vsRNAs derivados de los virus de plantas obtenidos en la secuenciación 454. El contenido de la 
figura es similar al descrito en la figura 4.17. 
4.2 Requerimientos genéticos y estructurales para la biosíntesis de vsRNAs 
4.2.1 Implicación de las proteínas DCL en la formación de vsRNAs de TRV 
Para determinar la contribución de las 4 enzimas DCL identificadas en A. thaliana en la biosíntesis 
de vsRNAs empleamos mutantes simples (dcl2, dcl3 y dcl4), combinaciones de dobles mutantes (dcl2 
dcl3, dcl2 dcl4, dcl3 dcl4) y un triple mutante (dcl2 dcl3 dcl4) de pérdida o insuficiencia de función para 
dichas proteínas. Las plantas se inocularon con TRV y la infección se comprobó mediante RT-PCR 
como se describe en los apartados 3.4.1 y 3.4.2. La acumulación de vsRNAs se analizó por duplicado 
y a distintos tiempos después de la infección a partir de muestras de inflorescencias procedentes de 
10-15 plantas por muestra. Los ensayos Northern blot revelaron que la pérdida de función de DCL2 
o DCL3 no alteraba sensiblemente el patrón de acumulación de vsRNAs en el tejido infectado en 
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comparación con la planta de genotipo silvestre Col-0 (Figura 4.19). Sin embargo, plantas mutantes 
dcl4 acumularon menor cantidad de vsRNAs de 21 nts y niveles más altos de vsRNAs de 24 nts 
(Figura 4.19). El empleo de dobles y triples mutantes reveló diferencias notables en la acumulación 
total de vsRNAs entre ellos, así como en la producción de vsRNAs de distintos tamaños. Así, en los 
mutantes dcl2 dcl3, donde sólo actúa DCL4, los vsRNAs se acumularon a niveles ligeramente 
inferiores a los niveles de las plantas silvestres infectadas con TRV (Figura 4.19). En mutantes dcl2 
dcl4, donde sólo está activa DCL3, se produce mayor cantidad de vsRNAs que en plantas Col-0 
(Figura 4.19). Curiosamente, estos vsRNAs fueron casi exclusivamente de 24 nts, especie que es 
minoritaria en el fondo silvestre (Figura 4.19). En mutantes dcl3 dcl4, en los que la única proteína 
funcionalmente activa es DCL2, los niveles de vsRNAs fueron similares a los observados en plantas 
silvestres y su tamaño correspondía con los 22 nts (Figura 4.19). En general, los niveles de 
acumulación de vsRNAs en los distintos fondos genéticos fueron consistentes con los niveles de 
acumulación de RNA viral (ver apartado 4.2.7). En el triple mutante dcl2 dcl3 dcl4 la presencia de 
vsRNAs fue prácticamente indetectable (Figura 4.19), lo que sugería que DCL1 no estaba implicada 
en la biogénesis de vsRNAs de TRV, un virus con genoma de RNA. Estos resultados proponen que 
DCL4 sería la proteína mayoritaria responsable de la síntesis de vsRNAs de 21 nts mientras que 
DCL2 y DCL3 producirían vsRNAs de 22 y 24 nts, respectivamente.  
 
Figura 4.19. Producción de vsRNAs derivados de TRV en mutantes dcl de arabidopsis. Northern blot a partir de 
LMW-RNA purificado de inflorescencias. Las muestras se analizaron por duplicado y a 16 d.p.i. Como sonda se usó 
un fragmento de PCR de la proteína de 134 kDa de TRV1 marcado radiactivamente con [-32P]-dCTP. La tinción 
con EtBr se usó como control de carga. dcl2/3: dcl2 dcl3; dcl2/4: dcl2 dcl4; dcl3/4: dcl3 dcl4 y dcl2/3/4: dcl2 dcl3 dcl4. 
 
Para determinar si la actividad DCL es igualmente necesaria para la biogénesis de vsRNAs de 
polaridad positiva y negativa repetimos el experimento anterior utilizando dobles mutantes dcl 
infectados con TRV. Para diferenciar los vsRNAs derivados de las cadenas positivas de RNA viral de 
los vsRNAs procedentes de las cadenas complementarias empleamos como sondas mezclas de 
oligonucleótidos de polaridad positiva (para la detección de vsRNA antisentido) o negativa (para la 
detección de vsRNA sentido) correspondientes a distintas regiones de TRV1 (apartado 4.1.2 y Tabla 
A.4 en Apéndice A). Las hibridaciones con estas dos sondas se realizaron secuencialmente y por 
duplicado. En mutantes dcl2 dcl3 infectados con TRV, DCL4 producía vsRNAs de 21 nts de polaridad 
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positiva que se acumulaban en los mismos altos niveles que los de 21 nts en las plantas Col-0 (Figura 
4.20). También se detectó una banda que correspondía a vsRNAs de 21 nts de polaridad negativa en 
dcl2 dcl3 aunque ésta disminuyó en un 70% con respecto a la banda de 21 nts y de polaridad negativa 
que encontramos en Col-0 (Figura 4.20). Una posible explicación para esta observación es que la 
producción de los vsRNAs antisentido de 21 nts, pero no los de orientación sentido, pueda estar 
asistida, aunque de manera indirecta, por DCL2 o DCL3. En los mutantes dcl2 dcl4, DCL3 generó 
mayor cantidad de vsRNAs de 24 nts de ambas polaridades que los observados en las plantas Col-0 
infectadas con TRV (Figura 4.20). Este dato indicó que la actividad de DCL3 estaba subordinada a 
DCL4 y DCL2 y sólo en ausencia de éstas aumentaba la accesibilidad de DCL3 por el sustrato de 
RNA viral, produciendo grandes cantidades de vsRNAs de 24 nts (Figura 4.19 y 4.20). DCL4 fue la 
mayor productora de vsRNAs de polaridad sentido y antisentido en plantas Col-0, ya que los vsRNAs 
de 21 nts, que son producidos por DCL4, fueron más abundantes que los vsRNAs de 24 nts 
producidos por la actividad de DCL3 (Figura 4.20). DCL2 produce vsRNAs de 22 nts de ambas 
polaridades en plantas dcl3 dcl4, aunque en este experimento es difícil comparar el nivel de 
acumulación de los vsRNAs dependientes de DCL2 producidos en este mutante con respecto al 
fondo silvestre donde la banda de 22 nts quedó parcialmente enmascarada por las de 21 y 24 nts 









Figura 4.20. Producción de vsRNAs de polaridad positiva (+) y negativa (-) en plantas infectadas con TRV. 
Northern blot a partir de LMW-RNA purificado de inflorescencias de mutantes dcl a 16 d.p.i. Las membranas se 
hibridaron sucesivamente con una mezcla de oligonucleótidos específicos de la cadena sentido o antisentido del 
virus, marcados con [-32P]-ATP. El contenido de la figura es similar al descrito en la Figura 4.19. 
 
En conclusión, nuestros resultados demuestran que DCL4, DCL2 y DCL3 son capaces por sí 
solas de actuar sobre sustratos de origen viral y promover la síntesis de vsRNAs. DCL4, DCL2 y 
DCL3 participan de forma jerárquica en la biogénesis de vsRNAs de 21, 22 y 24 nts, respectivamente 
y lo hacen independientemente de su polaridad. De este modo, DCL4 y en menor medida DCL2 son 
las principales productoras de vsRNAs en el tejido infectado por TRV, mientras que la contribución 
de DCL3 a la población de vsRNAs es minoritaria en plantas silvestres.  
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4.2.2 Especificidad de sustrato de las proteínas DCL sobre el genoma de TRV 
Para evaluar si la actividad procesadora de DCL4, DCL2 y DCL3 se relacionaba con regiones 
concretas del genoma o si por el contrario ocurría a lo largo de todo el genoma viral determinamos 
experimentalmente el patrón de distribución de vsRNAs asociado a cada actividad DCL. Para ello, 
llevamos a cabo un experimento de Northern blot reverso empleando la batería de mutantes simples 
(dcl2, dcl3, dcl4), dobles (dcl2 dcl3, dcl3 dcl4, dcl2 dcl4) y el triple mutante (dcl2 dcl3 dcl4) infectados con 
TRV. Los sRNAs se purificaron a partir de inflorescencias, se marcaron con [-32P]-ATP y se 
utilizaron como sondas para hibridar membranas donde habíamos previamente inmovilizado los 14 
fragmentos de PCR correspondientes al genoma completo de TRV1 tal como se describe en el 
apartado 4.1.2.  
Los resultados de este análisis a partir de 3 réplicas biológicas independientes mostraron que las 
sondas de vsRNAs obtenidas a partir de cualquiera de los mutantes dcl hibridaron con cada uno de los 
fragmentos de TRV1 (Figura 4.21). No se observó hibridación con el control negativo (GUS) 
confirmando la especificidad de la interacción. Por tanto, las actividades DCL2, DCL3 o DCL4, solas 
o combinadas, son capaces de producir vsRNAs a partir de cada una de las regiones en las que se 
había dividido el genoma de TRV1. Como era de esperar, no fue posible detectar señal de hibridación 
de los vsRNAs con ninguno de los fragmentos de TRV usando como sonda sRNAs purificados del 
triple mutante dcl2 dcl3 dcl4 infectado, lo que confirmaba el hecho de que DCL1 no estaba 
directamente implicada en la síntesis de cantidades significativas de vsRNAs (Figura 4.21).  
Este sistema experimental nos permitió además conocer el patrón de distribución espacial de los 
vsRNAs asociados con cada una de las enzimas DCL. La mayoría de los mutantes analizados 
mostraba un patrón de distribución de los vsRNAs muy similar al producido en las plantas Col-0 
infectadas con TRV (Figuras 4.21 y 4.4B). El análisis estadístico mediante ANOVA usando la variable 
fragmento como factor, indicó que en todos los mutantes dcl simples o dobles había diferencias 
significativas en la acumulación de vsRNAs derivados de TRV entre los distintos fragmentos (F13, 41 > 
2,87, P < 0,0094). El test LSD posterior mostró que los fragmentos 7, 10 y 11 formaban un grupo 
homogéneo que producía menor cantidad de vsRNAs y que difería significativamente de otros 
fragmentos. Además, había una tendencia manifiesta, especialmente evidente en algunos mutantes, de 
acumular mayor cantidad de vsRNAs en los fragmentos 1, 4, 6 y 8. En los mutantes simples dcl2, dcl3 
y dcl4 y el doble mutante dcl3 dcl4, los niveles de vsRNAs de los fragmentos 12 al 14 fueron 
significativamente diferentes de los fragmentos 10 y 11, que fueron clasificados según el test LSD en 
distintos grupos homogéneos. Al contrario, en los dobles mutantes dcl2 dcl3 y dcl2 dcl4, los fragmentos 
del 12 al 14 producían cantidades de vsRNAs tan bajas como las observadas para los fragmentos 10 y 
11. Estas diferencias entre fragmentos explicaron una fracción significativa de la varianza en la 
producción de vsRNAs (VC de 0.36 a 0.79, dependiendo del fondo genético). Estos datos sugieren 
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un papel preferencial de la proteína DCL2 en la biogénesis de vsRNA a partir de regiones derivadas 





























Figura 4.21. Patrón de distribución espacial de los vsRNAs derivados de TRV1 en mutantes dcl de arabidopsis 
infectados. El contenido de la figura es similar al descrito en la figura 4.4.  
 
Aplicamos el mismo procedimiento estadístico para analizar nuestros datos esta vez usando como 
factor el fondo genético, para así poder determinar si el patrón de acumulación de vsRNAs difería 
entre las plantas Col-0 (Figura 4.4B) y los mutantes dcl estudiados (Figura 4.21). De acuerdo con el 
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análisis anterior, el análisis ANOVA de un factor, mostró que en los fragmentos del 1 al 12 no había 
diferencias significativas en ninguno de los mutantes analizados (F6,21<2,78, P>0,0509). Sin embargo, 
había diferencias significativas en la cantidad de vsRNAs en los fragmentos 13 y 14 entre los distintos 
fondos genéticos (F6,21 >3,73, P<0,017). El test LSD mostró que plantas Col-0 acumulaban mayores 
niveles de vsRNAs en los fragmentos 13 y 14, formando un grupo homogéneo junto con los 
mutantes simples dcl y el doble mutante dcl3 dcl4, mientras que los dobles mutantes dcl2 dcl3 y dcl2 dcl4 
se agrupaban en otro grupo homogéneo que acumulaba menores niveles de vsRNAs. En estos 
fragmentos, la acumulación de vsRNAs mostraba una heredabilidad en sentido amplio moderada (h2b 
de 0.47 y h2b de 0.52 para los fragmentos 13 y 14, respectivamente). Por lo tanto, el fondo genético 
podría explicar una fracción significativa de la varianza en la acumulación de vsRNAs en nuestro 
sistema experimental. Aunque nuestro análisis no encontró diferencias significativas en la 
acumulación de vsRNAs en el fragmento 12 entre los distintos fondos genéticos, los valores 
promedio más bajos correspondieron a los dobles mutantes dcl2 dcl3 y dcl2 dcl4, que mostraban una 
tendencia a acumular menor cantidad de vsRNAs en esta región.  
Conjuntamente, nuestros resultados demostraban que las tres enzimas DCL eran capaces de 
procesar con similar afinidad, aunque de forma jerarquizada, estructuras de dsRNAs generadas a lo 
largo de todo el RNA viral para producir patrones de distribución de vsRNAs parecidos. No 
obstante, una fracción significativa de los vsRNAs originados en el extremo 3’ de TRV1 requiere 
específicamente la actividad de DCL2 para procesar el molde viral. 
4.2.3 Implicación de las proteínas RDR en la formación de vsRNAs de TRV 
Durante las infecciones virales en plantas las proteínas RDR codificadas por el hospedador 
podrían copiar moldes de RNA viral para producir dsRNAs. Éstas servirían como sustrato para la 
formación de vsRNAs secundarios que actuarían amplificando la respuesta de silenciamiento inicial 
sobre el genoma viral (Mourrain et al., 2000; Yu et al., 2003). Para investigar esta posibilidad 
estudiamos el papel de las proteínas RDR en la biogénesis de vsRNAs empleando una batería de 
mutantes de arabidopsis de pérdida de función para las enzimas RDR1, RDR2 y RDR6. La 
acumulación de vsRNAs se investigó en los mutantes sencillos rdr1, rdr2, y rdr6, los mutantes dobles 
rdr1 rdr6 y rdr2 rdr6 y el triple mutante rdr1 rdr2 rdr6 inoculados previamente con TRV. Las muestras 
se analizaron por duplicado y procedían de inflorescencias de 15 a 20 plantas, a los 10 y 16 d.p.i. 
Mediante ensayos Northern blot pudimos comprobar que la acumulación de los vsRNAs no estaba 
afectada por la pérdida individual de función de estas enzimas puesto que ninguno de los mutantes 
simples mostraba alteraciones notables en los niveles de vsRNAs con respecto a la planta silvestre 
Col-0 que no se debiesen a la variabilidad inter-muestral (Figura 4.22). Los vsRNAs de TRV1 eran 
ligeramente menos abundantes en las dos réplicas biológicas analizadas para los dobles mutantes rdr1 
rdr6 y rdr2 rdr6 (Figura 4.22). Sin embargo, el análisis por densitometría de las señales de hibridación 
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revelaba un descenso cercano a un orden de magnitud en la acumulación de vsRNAs en el triple 
mutante respecto a lo observado en el fondo silvestre Col-0 a los 10 y 16 d.p.i. (Figura 4.22). Estos 
resultados demuestran que la síntesis de una fracción significativa de la población de vsRNAs en 
plantas infectadas con TRV requiere el concurso simultáneo, y posiblemente complementario, de 
RDR1, RDR2 y RDR6. Su papel en la biogénesis de vsRNAs probablemente esté asociado a su 
potencial para convertir RNAs virales de cadena sencilla en dsRNAs. De este modo, en ausencia de 
RDRs funcionales, tan solo las moléculas iniciadoras de silenciamiento contribuyen a la formación de 
vsRNA primarios. De hecho, la desactivación de estas tres RDRs no conlleva la inhibición completa 
de la síntesis de vsRNAs en el tejido infectado. Así en el triple mutante rdr1 rdr2 rdr6 es posible 
detectar vsRNAs derivados de TRV que probablemente representan un conjunto de vsRNAs 
primarios, cuya biogénesis es independiente de la actividad de las proteínas RDR1, RDR2 y RDR6 
(Figura 4.22). En presencia de RDRs, las respuestas de silenciamiento primarias se amplifican a través 
de la síntesis de nuevas dsRNAs a partir del RNA viral y la formación de vsRNAs secundarios. 
 
Figura 4.22. Producción de vsRNAs de TRV en mutantes rdr de arabidopsis. Northern blot a partir de LMW-
RNA purificado de inflorescencias en fondo silvestre y mutante rdr. Las muestras se analizaron por duplicado. Las 
membranas se hibridaron con una sonda correspondiente a la proteína de 134KDa del RNA1, marcada con [-32P]-
dCTP. Las señales de hibridación se midieron por densitometría. La acumulación relativa (AR) se calculó a partir de 
la intensidad de cada banda medida por densitometría con respecto a la muestra Col-0 más intensa que se usó como 
normalizador. El contenido de la figura es similar al descrito en la Figura 4.20. rdr1/6: rdr1rdr6; rdr2/6: rdr2rdr6 y 
rdr1/2/6: rdr1rdr2rdr6. 
4.2.4 Especificidad de sustrato de las proteínas RDR sobre el genoma de TRV 
Con el fin de inferir si la actividad RNA polimerasa de cada una de las enzimas RDR implicadas en 
la síntesis de vsRNA se concentra en determinadas zonas del genoma viral analizamos la distribución 
espacial de los vsRNAs a lo largo del genoma de TRV en los mutantes rdr descritos en el apartado 
anterior. Para ello, empleamos la técnica de Northern blot reverso para hibridar los productos de 
amplificación de la secuencia genómica completa del RNA1 de TRV con sondas radiactivas de 
vsRNAs preparadas a partir de mutantes rdr infectados. Cada mutante se analizó en base a tres 
réplicas biológicas independientes y las señales de hibridación fueron analizas por densitometría. Los 
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resultados obtenidos revelaban que los vsRNAs procedentes de los distintos mutantes rdr (simples, 
dobles y triple) hibridaban con cada uno de los 14 fragmentos de TRV1 de acuerdo al mismo patrón 
heterogéneo observado en el fondo silvestre Col-0 (Figura 4.4B y 4.23). El análisis estadístico de los 
datos mediante ANOVA de un factor (usando el fondo genético como factor) indicó que no había 
diferencias significativas en el patrón de acumulación de los vsRNAs entre las plantas Col-0 y los 
mutantes rdr estudiados (F6,21 <2,45; P>0,0745) (Figura 4.4B y 4.23). Todas las sondas se prepararon a 
partir de cantidades normalizadas de sRNAs purificados de plantas infectadas, sin embargo, para 
obtener señales de hibridación en el triple mutante rdr1 rdr2 rdr6 con una intensidad comparable a las 
obtenidas en el fondo silvestre o en el resto de mutantes simples y dobles fue necesario prolongar la 
exposición a la radiactividad de las películas auto-radiográficas. Este resultado confirmó la 
observación previa de que la desactivación simultánea de RDR1, RDR2 y RDR6 disminuye 
drásticamente la abundancia de vsRNAs en el tejido infectado. Nuestros datos acerca de la 
distribución espacial de vsRNAs en el triple mutante rdr1 rdr2 rdr6 indicaban que los vsRNAs, cuya 
biogénesis es independiente de RDR1, RDR2 y RDR6, se forman a lo largo de todo el genoma viral. 
Estos vsRNAs son aparentemente primarios aunque los resultados son difíciles de interpretar debido 
a que otras actividades RDR de entre los 6 genes identificados en arabidopsis podrían compensar, al 
menos parcialmente, las deficiencias en estas proteínas RDR durante la producción de vsRNAs. Sería 
por tanto conveniente realizar estudios usando combinaciones de mutantes que impliquen a rdr3, rdr4 











































Figura 4.23. Patrón de distribución espacial de los vsRNAs derivados de TRV1 en mutantes rdr de arabidopsis 
infectados. El contenido de la figura es similar al descrito en la Figura 4.4. 
4.2.5 Análisis de la estructura primaria y estabilidad del RNA viral 
El patrón heterogéneo en la distribución espacial de lecturas podría reflejar características 
estructurales del sustrato viral que condicionen la estabilidad de los vsRNAs o modulen la 
accesibilidad y/o procesamiento de los componentes del silenciamiento encargados de la biosíntesis 
de vsRNA. Una posibilidad es que las regiones virales que proporcionan sustratos de dsRNA más 
estables, por ejemplo aquellas con mayor contenido en GC, sean procesadas preferentemente por la 
maquinaria de silenciamiento y estén mejor representadas en la población de vsRNAs. Del mismo 
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modo, sería factible que un mayor contenido en GC en las moléculas dúplex de vsRNAs les 
proporcione mayor estabilidad y resistencia a la degradación por RNasa. Con el fin de determinar si 
los vsRNAs obtenidos en nuestras colecciones difieren en su contenido GC con respecto al genoma 
viral de referencia calculamos el porcentaje en GC en el conjunto de lecturas obtenidas por 
secuenciación 454 en la colecciones de vsRNAs de TRV, CymRSV, MNSV y PMMoV y las 
comparamos con el porcentaje en GCs en sus genomas de origen. Para ello, dividimos los genomas 
virales en 10 fragmentos de aproximadamente la misma longitud y calculamos el porcentaje de GC en 
cada uno de ellos y en el conjunto de lecturas totales que mapean en cada fragmento (Figura 4.24). En 
nuestro grupo de secuencias, había una tendencia ligera pero significativa estadísticamente a que las 
colecciones de vsRNAs contengan mayor proporción de GC que el correspondiente genoma viral (t 
>2,12, P<0,02) (Figura 4.24A). A continuación comparamos el porcentaje de GC entre las regiones 
del genoma que forman puntos calientes de vsRNAs y aquellas que no los forman. Los resultados 
obtenidos muestran un contenido de GC superior en los puntos calientes de vsRNAs que es 
significativo para CymRSV, TRV y PMMoV, pero no MNSV (t>1,75, P<0,04) (Figura 4.24B). Por 
tanto, aunque las diferencias en general son moderadas, el conjunto de vsRNAs para un virus dado 
tiene con frecuencia proporcionalmente mayor contenido en GC que la secuencia completa del 
genoma del que proceden. Además las regiones genómicas que generan zonas de acumulación 
preferente de vsRNAs eran ligeramente más ricas en bases GC que otras regiones del genoma 
4.2.1 Análisis de la estructura secundaria en la cadena sencilla de RNA viral 
Otra posibilidad es que los genomas virales adopten conformaciones estructurales diferenciables 
de otras secuencias de RNA endógenas que contribuyan sustancialmente como sustrato de las 
enzimas DCL en la biosíntesis de vsRNAs. Para determinar si las regiones genómicas que albergaban 
mayor abundancia de vsRNAs contenían estructuras secundarias distinguibles de las de otras zonas 
del virus peor representadas en vsRNAs, usamos el programa Mfold v3.2 
(http://mfold.bioinfo.rpi.edu/cgi-bin/rna-form1.cgi) para calcular la energía mínima de plegamiento 
correspondiente a cada uno de los 14 fragmentos de TRV1 descritos en el apartado 4.1.2 (Tabla B.1 
en Apéndice B). El análisis estadístico de los datos indicó que no existían diferencias significativas en 
la energía mínima de plegamiento entre los distintos fragmentos en los que dividimos TRV1 que 
explicasen el patrón heterogéneo de distribución observado en la figura 4.4. Además no existía 
correlación entre la abundancia relativa de los vsRNAs en cada fragmento de TRV1 y su 
correspondiente energía mínima de plegamiento (r=0,39, P = 0,16). Para determinar si las estructuras 
predichas por el plegamiento de segmentos virales eran más estables que las encontradas por azar en 
una colección de mRNAs codificadores de proteínas, comparamos los datos de energía libre de los 14 
fragmentos de TRV con los obtenidos para 14 fragmentos de RNA de tamaño similar derivados de 
mRNAs de arabidopsis seleccionados al azar (Tabla B.2 en Apéndice B). Tampoco se apreciaron 
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diferencias entre las regiones de TRV analizadas y las secuencias derivadas del transcriptoma de 
arabidopsis (t = -1,38, P=0,18). Estos datos sugieren que ninguno de los fragmentos de TRV1 
contiene características estructurales que impliquen un mayor apareamiento intramolecular de bases 


















Figura 4.24. Análisis del contenido de GC en los vsRNAs. (A) Contenido de GC en las colecciones de vsRNAs 
obtenidos en la secuenciación 454 en comparación con los genomas virales. Cada genoma viral ha sido dividido en 
10 fragmentos de tamaño similar y el contenido de GC en cada fragmento se comparó con el contenido de GC en 
sus vsRNAs correspondientes. El eje X muestra las coordenadas de los 10 fragmentos para cada virus. (B) Contenido 
de GC en vsRNAs dentro y fuera de puntos calientes. Los valores de los gráficos están dados en porcentajes. Los 
asteriscos señalan puntos donde no existen diferencias significativas en ambas comparaciones. 
 
En línea con el supuesto anterior, se ha propuesto que los puntos calientes de acumulación de 
vsRNAs pudieran reflejar la actividad preferente de las proteínas DCL sobre estructuras secundarias 
locales que se forman por apareamiento intramolecular en la ssRNA viral (Molnar et al., 2005; Szittya 
et al., 2002). Si esta hipótesis es cierta, las regiones virales identificadas en nuestro estudio que 
contenían agrupamientos de vsRNAs deberían adoptar estructuras secundarias estables. Para 
comprobarlo representamos, usando el programa Mfold, la estructura secundaria del RNA viral 
asociado a cada uno de los puntos preferentes de acumulación de vsRNAs obtenidos en la 
secuenciación 454 (apartado 4.1.7). Como puntos calientes seleccionamos aquellas zonas que 
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acumulaban diversas secuencias únicas de vsRNA, generalmente superpuestas, de las que al menos 
una tenía entre 20 y 100 lecturas en la colección secuenciada.  
El análisis informático del plegamiento reveló que algunas, pero no todas, de estas regiones virales 
seleccionadas en efecto tenían el potencial de formar estructuras ahorquilladas exhibiendo distintos 
grados de apareamiento intramolecular de bases. Como ejemplo ilustrativo, en la figura 4.25 están 
representadas las estructuras secundarias más favorables termodinámicamente de las zonas que 
rodean los 9 puntos calientes de vsRNAs reconocibles a lo largo del genoma de CymRSV (Figura 
4.18). En cada una de estas estructuras determinamos la posición precisa de cada vsRNA único 
(Figura 4.25). Algunas de las secuencias de vsRNAs que mapeaban en la estructura #6, incluidas 
aquellas con mayor número de lecturas en la colección secuenciada, mapeaban en un segmento 
apareado relativamente estable en una posición consistente con el corte de DCL en el centro del tallo 
de la horquilla (Figura 4.25). Curiosamente, el brazo 5’ proximal del tallo apareado proporciona un 
número de lecturas mucho mayor que su brazo complementario. De forma similar, la disposición de 
secuencias en la porción distal de la estructura #3 también es coherente con su procesamiento por 
enzimas DCL, si bien, las secuencias más redundantes que forman el punto caliente se ubican en una 
zona poco apareada. 
Figura 4.25. Predicción de estructuras secundarias en la ssRNA de CymRSV. En la parte superior se muestra un 
esquema del genoma de CymRSV con la localización de los puntos calientes de vsRNAs encontrados en nuestro 
experimento de secuenciación (1 al 9). Sobre cada predicción de estructura se indica la posición exacta del extremo 5’ 
de cada secuencia y el número de veces que dicha secuencia aparece en la colección de vsRNAs. Las coordenadas del 
segmento del genoma viral de la estructura plegada están mostradas debajo de cada estructura. 
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Los puntos calientes de vsRNAs 5 y 7 también se ubicaban en regiones potencialmente 
estructuradas (estructuras #5 y #7), si bien los vsRNAs con lecturas redundantes, en la mayoría de los 
casos, se encontraban en posiciones donde el plegamiento de bases era muy limitado, con numerosas 
bases desapareadas y bucles simétricos y asimétricos (Figura 4.25). De forma similar, las lecturas más 
abundantes en las estructuras #1, #2 y #9 se localizaban en zonas con un elevado número de pares 
G:U, bucles y bases no apareados (Figura 4.25). La estructura predicha para el punto caliente 8 
presentaba un apareamiento de bases pobre y no se incluyó en esta figura. El análisis del plegamiento 
de regiones donde se encontraban los puntos calientes de vsRNAs en PMMoV, TYLCV y TRV 
ofreció resultados similares. En conclusión, el uso combinado de predicciones de estructura y el 
mapeo de secuencias de vsRNAs nos permitía concluir que si bien algunas estructuras parecen 
proporcionar un sustrato viable para la síntesis de vsRNAs, los puntos calientes de acumulación de 
vsRNAs no coincidían necesariamente ni con regiones altamente estructuradas dentro del genoma ni 
con las zonas con apareamientos termodinámicamente más estables dentro de cada estructura local. 
Nuestros análisis no sugerían una correlación evidente entre la abundancia de lecturas de vsRNAs y la 
estructura secundaria del RNA viral. 
Como complemento al análisis anterior empleamos la aplicación informática Vir-Mir 
(http://alk.ibms.sinica.edu.tw/) que predice las regiones del genoma viral con mayor potencial para 
plegarse en estructuras secundarias estables, de acuerdo con los parámetros optimizados para la 
predicción de estructuras precursoras de miRNAs (Li et al., 2008). Una vez identificadas, analizamos 
la disposición y abundancia de vsRNAs con el fin de inferir la contribución de estas estructuras a la 
formación de puntos calientes de acumulación de vsRNAs. Como sistema de estudio empleamos 
TRV. Los resultados obtenidos proponían 4 posibles estructuras en horquilla en el genoma de TRV1 
que cumplían los parámetros impuestos por la aplicación Vir-Mir (Figura 4.26). Sin embargo, ninguna 
de estas estructuras coincidía con las zonas del genoma que albergaban los picos más evidentes de 
acumulación de lecturas de vsRNAs obtenidos en la secuenciación Illumina ó 454 (observados en la 





























Figura 4.26. Predicción de estructuras secundarias en la ssRNA de TRV1 mediante la herramienta Vir-Mir. En la 
parte superior se muestra un esquema del genoma de TRV1 con la localización de los puntos calientes de vsRNAs 
encontrados en nuestro experimento de secuenciación Illumina (1 al 9). Las letras indican las 4 horquillas (A-D) 
predichas con Vir-Mir. La descripción de la figura es similar a la figura 4.25. 
4.2.2 Estructuras secundarias como sustratos de vsRNAs primarios 
De las cuatros estructuras predichas por la aplicación Vir-Mir para TRV1, la B corresponde con 
una horquilla altamente apareada del tipo tallo-lazo y contiene comparativamente mayor número de 
lecturas que el resto de las estructuras (Figura 4.27). Esta predicción es muy relevante pues en ella los 
sitios hipotéticos de corte de los distintos vsRNAs (inferidos por el extremo 5’ terminal del vsRNA) 
se disponen de acuerdo al patrón de corte esperado para las enzimas DCL. De esta manera, el 
conjunto de vsRNAs secuenciados en esta región podrían formar dúplex teóricos de 21 nts con los 
extremos 3’ protuberantes (Figura 4.27). Cada uno de estos dúplex sería resultado de una única 
reacción de corte por DCL. La configuración observada sería consecuente con sucesivos eventos de 
procesamiento catalizados por DCL sobre el segmento altamente apareado (tallo) de dicha estructura. 
Es más, las secuencias de vsRNAs derivadas de uno de los brazos de la horquilla eran mucho más 
abundantes que las secuencias derivadas del brazo complementario tal como se ha descrito para las 
cadenas guía y pasajera en los dúplex de miRNA (Figura 4.27). Por tanto, esta y otras estructuras con 
características similares, como las estructura #6 de CymRSV, podrían representar los sustratos para la 
síntesis de vsRNAs primarios y la activación de la respuesta inicial de silenciamiento. Por el contrario, 
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las otras tres horquillas identificadas por Vir-Mir (A, C y D), aunque no descartables como sustratos 
primarios de vsRNAs, no generaban cantidades significativas de vsRNAs y estos se disponían en 















Figura 4.27. Origen de los vsRNAs de TRV obtenidos en la secuenciación a partir de la estructura en horquilla 2. 
Se representan solamente los vsRNAs con más de 100 lecturas en la secuenciación y sus correspondientes secuencias 
complementarias en el dúplex. El contenido de la figura es similar a la Figura 4.25. 
 
En general, los genomas virales analizados en este estudio contienen un número significativo de 
segmentos con una alta probabilidad de apareamiento intramolecular. Por ello, algunas de estas 
regiones del genoma viral son por su estructura aparentemente competentes para actuar como 
precursores en la síntesis de vsRNAs primarios. Sin embargo estas estructuras, a través de los 
vsRNAs que mapean en ellas, están representadas pobremente en la colección secuenciada de vsRNA 
y no parece probable que su procesamiento explique ni el patrón heterogéneo de distribución espacial 
de vsRNAs ni la existencia de puntos calientes de acumulación de vsRNAs. 
4.2.3 Distribución en fase de los vsRNAs 
Una hipótesis alternativa para explicar la existencia en los genomas virales de zonas enriquecidas 
en vsRNAs implicaría la actividad de vsRNAs primarios que actuarían promoviendo cortes en el 
RNA viral y proporcionando sitios de iniciación de la elongación de cadenas negativas por RDR. Este 
mecanismo es reminiscente de la biosíntesis de los ta-siRNAs endógenos, que conlleva el corte 
específico del transcrito precursor por un miRNA, la síntesis de la cadena complementaria por RDR6 
y el procesamiento secuencial desde el extremo de la dsRNA por DCL4. De este modo, los ta-
Resultados 
 107
siRNAs resultantes se disponen en fase de 21 nts siguiendo un registro que viene definido por el corte 
inicial del miRNA (Allen et al., 2005; Axtell et al., 2006). Para estudiar si este es un mecanismo 
conservado en la biosíntesis de vsRNAs exploramos la posibilidad de que una fracción de los 
vsRNAs de cada colección se dispusiera de acuerdo a un registro de fase preferente. Para ello, 
elegimos de manera aleatoria cinco regiones de cada virus que correspondían cada una a 10 posibles 
ciclos de procesamiento de las proteínas DCL y buscamos dentro de estas ventanas posiciones 
representativas en fase para ciclos de 21 nts (para MNSV, TRV1 y PMMoV) o 22 nts (para CymRSV). 
En cada región viral mapeamos el extremo 5’ terminal de todas las lecturas obtenidas por 454 que se 
originaban en estas zonas y localizamos los posibles registros de fases de 21 (para MNSV, TRV1 y 
PMMoV) o 22 nts (para CymRSV) (Figura 4.28). Los resultados obtenidos muestran que para 
ninguno de los virus analizados fue posible detectar un enriquecimiento sustancial de lecturas de 
vsRNAs en fase a partir de un registro en particular. Más bien, las lecturas se disponían 
aleatoriamente dentro de todos los registros posibles (Figura 4.28) de acuerdo con la distribución 
ubicua de los vsRNAs a lo largo de todo el genoma viral descrita en este trabajo. 
 
Figura 4.28. Gráficos de alta resolución de la distribución y abundancia de los vsRNAs. Se muestran 
representados los extremos 5’ de las lecturas totales de vsRNAs en ventanas de 10 ciclos de procesamiento en cada 
posición del genoma viral analizada. Las barras por encima y por debajo del eje X muestran los vsRNAs de polaridad 
sentido (S) y antisentido (AS), respectivamente. Los datos son relativos a los vsRNAs de 21 nts excepto para 
CymRSV, que son de 22 nts, obtenidos todos ellos en la secuenciación 454.  
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4.3 Silenciamiento por RNA y defensa antiviral 
4.3.1 Proteínas DCL y defensa antiviral frente a TRV 
Para determinar el papel de DCL2, DCL3 y DCL4 como sensores de la defensa antiviral en 
plantas y establecer una posible correlación entre los distintos tamaños de vsRNAs y su capacidad de 
auto-silenciar los genomas virales analizamos la acumulación viral y la sintomatología asociada a la 
infección por TRV en nuestra batería de mutantes dcl. La acumulación de RNAs genómicos y 
subgenómicos se analizó mediante ensayos Northern blot usando una sonda correspondiente a la 
región 3’ UTR del virus. Nuestros resultados indicaban que, a los 10 d.p.i., los RNAs 1 y 2 y los dos 
RNAs subgenómicos transcritos a partir del RNA1 se acumulaban en los mutantes simples dcl2 y dcl3 
y el doble mutante dcl2 dcl3 a niveles similares o ligeramente superiores a los presentes en plantas 
silvestres Col-0 (Figura 4.29A). A los 16 d.p.i., los RNAs virales en el mutante dcl2 eran 
considerablemente menores que en el resto. Sin embargo, todos los mutantes analizados que 
implicaban deficiencia en la actividad de DCL4 [dcl4 (excepto a los 16 d.p.i.), dcl2 dcl4, dcl3 dcl4 y dcl2 
dcl3 dcl4] mostraban títulos virales mucho mayores que los observados en Col-0 y muy 
particularmente a tiempos más tardíos de la infección (Figura 4.29A).  
La infección por TRV era asintomática en la mayoría de los mutantes, al igual que lo fue en Col-0 
(Figura 4.30) (Del Toro y Llave, no publicado). Por el contrario, las plantas deficientes en las 
actividades DCL4 y DCL2 (dcl2 dcl4 y dcl2 dcl3 dcl4), que acumulaban cantidades elevadas de RNA 
viral, mostraban defectos en el desarrollo una vez infectadas con el virus, presentando disminución 
del tamaño del tallo, del número de brotes axilares y del número de inflorescencias con respecto a 



































Figura 4.29. Acumulación viral en mutantes dcl de arabidopsis infectados con TRV. (A) Northern blot a partir de 
HMW-RNA purificado de inflorescencias a 10 y 16 d.p.i. Las muestras se analizaron por duplicado. La descripción 
de este experimento es similar al descrito en la figura 4.3. (B) Expresión relativa de TRV1 medida por RT-PCR 
cuantitativa en mutantes dcl. Los histogramas son la media de dos réplicas biológicas, tres réplicas experimentales por 
muestra y tres carreras de PCR distintas. Las barras de error muestran la desviación estándar. Las letras encima de 
cada barra agrupan cada muestra en grupos con diferencia significativa en la expresión de TRV 1 analizada por 
ANOVA de un factor y posterior test de Duncan. 
 
Con el fin de obtener una medida más precisa de la acumulación viral en los distintos fondos 
genéticos analizados determinamos los niveles relativos de RNA1 en el tejido infectado empleando la 
técnica de RT-PCR cuantitativa. Los resultados fueron coherentes con los obtenidos previamente por 
Northern blot e indicaron una mayor acumulación relativa de TRV1 en los mutantes dcl2 dcl4, dcl3 dcl4 
y dcl2 dcl3 dcl4 que en Col-0 o el mutante dcl2 dcl3 a 10 y 16 d.p.i. (Figura 4.29B). El análisis estadístico 
de los datos por ANOVA de un factor reveló diferencias significativas en la acumulación viral entre 
las muestras (F4,89>55,82; P=0,000). Un test de Duncan demostró la mayor acumulación viral en 


























Figura 4.30. Fenotipo en distintos mutantes dcl de arabidopsis asociado a la infección con TRV. A la izquierda de 
cada pareja se muestra la planta usada como control de inoculación y a la derecha, la planta infectada. Las fotos 
fueron tomadas en el momento de recoger las muestras de inflorescencias para el análisis Northern blot de la figura 
4.28. Se muestra sólo el caso más representativo de todas las plantas utilizadas. 
 
Nuestros resultados permiten por tanto involucrar directamente la actividad de DCL4 y DCL2 en 
una respuesta antiviral basada en silenciamiento por RNA puesto que la desactivación de estas 
enzimas hace que la planta sea más vulnerable frente a la infección. DCL4 es la proteína DCL con 
mayor actividad en la respuesta inmune frente a TRV. DCL3 no parece jugar un papel crítico en 
defensa antiviral frente a este virus ya que aunque es capaz de producir una gran cantidad de vsRNAs 
de 24 nts en ausencia de DCL4 y DCL2 (Figuras 4.19 y 4.20, mutante dcl2 dcl4), la actividad de DCL3 
no es suficiente para limitar la multiplicación del virus en la planta y los mutantes dcl2 dcl4 son híper 
susceptibles a la infección (Figuras 4.29 y 4.30). Este hecho sugiere que la función antiviral de las 
enzimas DCL no está ligada a su capacidad para procesar eficientemente dsRNAs de origen viral sino 
más bien a la actividad procesadora de los vsRNAs que generan. Por tanto, los vsRNAs de 21 nts son 
posiblemente las principales moléculas directoras del silenciamiento antiviral. 
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4.3.2 Proteínas RDR y defensa antiviral frente a TRV 
Con el fin de comprobar si la pérdida de función de las proteínas RDR tiene algún efecto en la 
susceptibilidad a la infección con TRV, realizamos ensayos Northern blot para estimar la acumulación 
de RNAs virales genómicos y subgenómicos en los mutantes simples (rdr1, rdr2 y rdr6), dobles (rdr1 
rdr6 y rdr2 rdr6) y el triple mutante (rdr1 rdr2 rdr6) a los 10 y 16 d.p.i. Nuestros resultados revelaron 
que la pérdida de función de una sola de las proteínas RDR1, RDR2, o RDR6 no parece tener ningún 
efecto en la acumulación viral puesto que los RNAs derivados de TRV se acumulan en los mutantes 
rdr1, rdr2 y rdr6 a un nivel equiparable al del fondo genético Col-0 (Figura 4.31A). Sin embargo, el 
título viral en los dobles mutantes rdr1 rdr6, rdr2 rdr6 y el triple mutante rdr1 rdr2 rdr6 era 
considerablemente mayor en inflorescencias infectadas con TRV que en plantas silvestres Col-0 a 10 
d.p.i y, mucho más evidente, a 16 d.p.i. (Figura 4.30A). Este incremento es especialmente relevante en 
caso del RNA 2 genómico y de los RNAs subgenómicos del RNA 1 (Figura 4.31A). Sin embargo, no 
observamos diferencias fenotípicas entre ninguno de los mutantes rdr infectados y las plantas 
silvestres Col-0.  
Los resultados de acumulación viral se validaron mediante qRT-PCR para disponer de una 
cuantificación más fiable de la acumulación del RNA1 de TRV en los dobles y el triple mutante rdr. 
Los resultados obtenidos con esta técnica confirmaron que la expresión relativa de TRV1 fue mayor 
en los mutantes analizados que en Col-0 a ambos tiempos después de la infección (ANOVA de un 
factor, F3,71>17,87; P=0,000) (Figura 4.31B). En conclusión, nuestros experimentos demuestran que 
la pérdida simultánea de función de RDR1, RDR2 y RDR6 incrementa la susceptibilidad de la planta 
a la infección y por tanto proponen un papel relevante de estas enzimas en la defensa antiviral en 
plantas. Además, nuestros datos sugieren que este efecto antiviral está relacionado con el papel de 
estas enzimas RDR en la amplificación de la síntesis de vsRNAs secundarios.  
Puesto que los mutantes dobles rdr1 rdr2 y rdr2 rdr6 y el triple mutante rdr1 rdr2 rdr6 acumularon 
en el tejido superior no inoculado (inflorescencias) mayor cantidad de RNA viral que Col-0 no es 
posible atribuir la disminución de la abundancia de vsRNAs detectada en estos mutantes (véase 
apartado 4.2.3) a un defecto en la replicación o el movimiento sistémico del virus. Este 
descubrimiento refleja una diferencia palpable en la proporción entre el RNA viral y los vsRNAs 
entre las plantas silvestres y cada uno de los dobles y el triple mutante rdr. En otras palabras, aún 
cuando el virus se multiplica y acumula a niveles superiores en estos mutantes, la ausencia de RDR1, 
RDR2 y RDR6 bloquea la síntesis de vsRNAs secundarios probablemente por la inhibición de la 
respuesta de amplificación del silenciamiento y porque se limita la formación de nuevas dsRNAs a 

















Figura 4.31. Acumulación viral en mutantes rdr de arabidopsis infectados con TRV. (A) Northern blot a partir de 
HMW-RNA purificado de inflorescencias de plantas Col-0 y mutantes rdr infectados con TRV a 10 y 16 d.p.i. Las 
muestras se analizaron por duplicado. (B) Expresión relativa de TRV1 medida por RT-PCR cuantitativa en Col-0 y 
mutantes rdr. La descripción de esta figura es similar a la figura 4.29. 
 
Finalmente, nuestros experimentos indicaban que la acumulación de RNA viral en el triple 
mutante rdr1 rdr2 rdr6 era menor que en el triple mutante dcl2 dcl3 dcl4 (Comparar Figura 4.29 con 
Figura 4.31). Este hecho posiblemente se deba a que los vsRNAs primarios producidos en el triple 
mutante rdr tienen la capacidad de activar la respuesta de silenciamiento antiviral de la planta y 
restringir, aunque sea parcialmente, la acumulación del virus en el tejido infectado. 
4.1 Silenciamiento por RNA, virus y regulación génica 
4.1.1 Interacción funcional entre vsRNAs y mRNAs del hospedador durante la infección 
viral 
Debido a su pequeño tamaño y a su enorme diversidad de secuencias, es razonable especular que 
algunos vsRNAs formados durante la infección viral en plantas interaccionen con genes del 
hospedador y actúen regulando su expresión (Dunoyer and Voinnet, 2005; Moissiard and Voinnet, 
2006; Qi et al., 2009). Con el fin de identificar mRNAs en el transcriptoma de A. thaliana que 
pudieran ser potenciales diana de vsRNAs de TRV llevamos a cabo una búsqueda informática con la 
aplicación psRNATarget (http://bioinfo3.noble.org/ psRNATarget/). De esta manera enfrentamos 
las 4.605 secuencias únicas de vsRNAs de 21 nts y las 3.612 de 22 nts obtenidas en la secuenciación 
Illumina con la versión TAIR9 del transcriptoma de arabidopsis. La predicción por psRNATarget de 
los posibles genes diana de vsRNAs se basa en un sistema de puntuación por penalizaciones de bases 
no apareadas o incorrectamente apareadas similar al usado para la predicción de genes diana de 
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miRNAs (Jones-Rhoades and Bartel, 2004). Con esta herramienta, la puntuación de cada pareja se 
calcula según los siguientes parámetros (Descritos por (Zhang, 2005)): 0,5 para pares G:U; 2 para 
inserciones/deleciones y 1 para otros apareamientos no canónicos. Además, bases no apareadas entre 
las posiciones 15 a 18 del dúplex sRNA:mRNA o en el extremos 5’ del vsRNAs (de la posición 2 a la 
7) son también penalizados con una puntuación de 0,5. Ajustando la puntuación de 0 a 3,5 (máximo 
teórico en interacciones validadas experimentalmente) encontramos 15.188 genes de arabidopsis 
como potenciales diana de vsRNAs de 21 y 22 nts de TRV1 (Figura 4.32A). Aproximadamente el 
0,2% (34 genes) presentaban un alto grado de complementariedad con los correspondientes vsRNAs 
(puntuación de 0,5 a 1) mientras que el porcentaje de posibles genes diana aumentaba gradualmente a 
medida que las condiciones de apareamiento se hacían más laxas. En la figura 4.32B mostramos un 
ejemplo ilustrativo en el que se representan interacciones con diferente puntuación según los criterios 
citados anteriormente. 
Un análisis de la ontología génica (GO) de los posibles genes diana de vsRNAs con una 
puntuación del dúplex entre 0,5 y 1 con el programa Mapman (http://mapman.gabipd.org) nos 
permitió agrupar estos genes de arabidopsis en diferentes categorías dentro de los distintos procesos 
biológicos de la planta. Aunque ninguna categoría ontológica estaba sobre-representada al comparar 
el número de genes que se agrupan en una determinada categoría a partir de este análisis con el 
número de genes que esperaríamos obtener en cada categoría usando el transcriptoma de arabidopsis 
[análisis GO de ~26.200 genes de arabidopsis incluidos en un microarray CATMA (Complete Arabidopsis 
Transcriptome MicroArray)], vemos que la mayoría de los posibles genes diana de vsRNAs pertenecen a 
categorías no asignadas o a procesos relacionados con metabolismo de ácidos nucleicos y proteínas y 
























Figura 4.32. Predicción informática de genes diana de vsRNAs dentro del transcriptoma de arabidopsis. (A) El 
histograma muestra el porcentaje de parejas vsRNA:mRNA según la puntuación del pSRNATargetFinder. (B) 
Alineamientos de las secuencias vsRNA:mRNA para algunas de las parejas predichas. Se muestra el identificador del 
vsRNA de TRV en la secuenciación 454, la puntuación de cada pareja y el código del gen de arabidopsis. La 
secuencia del mRNA está en sentido 5’-3’. La secuencia del vsRNAs en sentido 3’-5’. En rojo se muestran las bases 


























Figura 4.33. Distribución de potenciales genes diana de vsRNAs de TRV (puntuación 0,5 a 1) en distintas 
categorías ontológicas según la herramienta MapMan. El número de genes después de eliminar duplicados fue de 
267. 
 
En previsión de que la mayoría de los genes predichos pudieran representar falsos positivos, 
realizamos una nueva búsqueda informática esta vez usando una lista de 145 genes de arabidopsis 
regulados negativamente durante la infección con TRV. Esta lista se obtuvo a partir de los resultados 
de un microarray CATMA que comparaba la expresión de genes en inflorescencias de arabidopsis entre 
plantas control no inoculadas y plantas infectadas sistémicamente con TRV (Del Toro y Llave, no 
publicado). Usando los parámetros para la puntuación del apareamiento en el dúplex vsRNA:gen 
diana descritos anteriormente, encontramos 342 posibles interacciones con vsRNAs de 21 y 22 nts de 
TRV obtenidos en la secuenciación Illumina. De los 145 genes analizados cuya expresión está 
reprimida durante la infección, 72 aparecían como posibles dianas de vsRNAs de TRV. Entre las 
interacciones predichas tan sólo encontramos una pareja mRNA:vsRNA con una puntuación entre 
0.5 y 1.5 (Figura 4.34). Nuevamente, el porcentaje más alto de genes predichos (76%) interaccionaba 









Figura 4.34. Predicción informática de posibles genes diana de vsRNAs de TRV dentro de un conjunto de genes 
regulados negativamente durante la infección. La descripción del contenido es similar a la figura 3.32A.  
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Con la intención de identificar auténticos genes diana entre los predichos en arabidopsis y 
proporcionar evidencias experimentales del corte de sus mRNAs por la actividad endonucleolítica de 
los vsRNA, seleccionamos 13 genes que i) además de haber sido predichos in silico como potenciales 
diana, estaban regulados negativamente durante la infección con TRV en arabidopsis; ii) la interacción 
con el correspondiente vsRNA presentaba una puntuación por penalización relativamente baja, entre 
1,5 a 3,5 y iii) eran experimentalmente adecuados para su análisis por RLM-5’RACE (Llave et al., 
2002b)(ver más adelante). Las parejas vsRNA:mRNA para esta validación están detalladas en la Tabla 
4.3. Esta metodología nos permite mapear con precisión el sitio de corte del vsRNAs sobre el mRNA 
diana y demostrar por tanto una interacción funcional entre ambos.  
 
Tabla 4.3. Genes de arabidopsis candidatos para validación por 5’ RACE 
 
Posible gen 
diana Puntuación vsRNA (3´-5´) mRNA (5’-3’) Coordenadas 
Proceso Biológico 
(GO) 
AT1G71950 1,5 GGUAGCAUGAAGCGGAGUUAG UCAUCGUUCUUCGCUUCAAUC 113-133 Regulación negativa de la actividad catalítica 
AT4G30700 1,5 AACACCAGUCACUUUCCUCUG GUGUGGUCAGUGAAAGGGGGU 1576-1596 No asignado 
AT5G53120 2,5 CUAAGAAGAAAUUCAAAGAGGA GACUCUUCGAGUUUCUUCUUAA 1751-1771 Procesos de biosíntesis de poliaminas 
AT1G44100 3 UAAUUGACAAGUUGGAGAAUA UAAUCUCUACUUUGUCAAUUC 178-198 Transporte de arginina
AT1G79270 3 UGGACGAUUAGACUUGUUGAA UUGGAUAAGUCUAAUUGUUCA 2565-2585 No asignado 
AT3G02230 3 UAUUGGAAUCAUUCAGCGAGAU UUCUCUCUGAAUCAAUCCAAUC 49-69 Biogénesis de la pared celular 
AT3G43720 3 AUGUCCAUCUUUGUUGACACAC AUGUGUCAGCACAAAUGGAUAU 106-126 Transporte de lípidos 
AT4G26850 3 CCUGGGUUCAUUCAAAUCGAU UUCGAUUUGAAAAAAUCCGGG 159-179 Respuesta de defensa a bacterias 
AT1G07370 3,5 UUCAACCUUGUACUGCGCAAC GUUGUGGAGUAUAAGGUUGCU 770-790 Regulación de la replicación del DNA 
AT1G19450 3,5 UUGCUUAAGACGUCAUCGUGU CCAUGAAGAAUUCUUAAGCAA 56-76 Transporte transmembrana 
AT1G53070 3,5 ACCAACUCCUUCUUCUCAGAC UUAUGACAAGAAGCGGUUGGU 592-612 Respuesta a karrikina 
AT1G67750 3,5 AGACUUGUUGAACUACAGGUU AACUCGUAGUUCAAGAAGUUA 171-191 No asignado 
AT3G14210 3,5 UUUUGAGAAAGAUCCUUCCUU AAGGAAAGAUCUUCCACAAAC 228-248 Respuesta de defensa a bacterias 
 
Los análisis 5’ RACE se realizaron a partir de una preparación de poli(A) RNA de inflorescencias 
de un conjunto de 10 a 20 plantas de arabidopsis infectadas con TRV o plantas control no infectadas 
y utilizando cebadores específicos a los genes que se quería analizar para la síntesis y amplificación del 
cDNA (Tabla A.7 en Apéndice A). Desafortunadamente, aunque fuimos capaces de detectar bandas 
de amplificación para la mayoría de los genes analizados en distintas réplicas del experimento, no 
fuimos capaces de secuenciar ninguno de estos productos de corte, probablemente debido a 
problemas del método de clonación por el pequeño tamaño de los amplicones de DNA o porque 
estas bandas correspondían a amplificaciones inespecíficas más que a verdaderos productos de 
degradación por vsRNAs. Actualmente estamos desarrollando en nuestro laboratorio otros abordajes 
experimentales que nos permitan identificar y validar a escala genómica dianas de vsRNAs derivados 
de TRV dentro del transcriptoma de arabidopsis.  
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4.1.2 Infección viral y regulación transcripcional de la expresión génica 
Se ha descrito que plantas deficientes en ciertos componentes de la ruta de metilación del DNA 
guiada por sRNAs, como ago4, son más susceptibles a la infección por virus de DNA que se replican 
en el núcleo como los geminivirus (Raja et al., 2008). Este hecho sugiere que la actividad de los 
sRNAs como reguladores transcripcionales podría modular las respuestas antivirales de las plantas y 
determinar el grado de susceptibilidad frente a la infección viral. Quisimos comprobar si la deficiencia 
en algunas proteínas implicadas en esta ruta tendría alguna repercusión en el resultado de la infección 
por TRV en arabidopsis. En esta tesis hemos investigado el papel de AGO4 y las metiltransferasas de 
DNA, DRM1, DRM2 y CMT3 (Tabla 1.1). Para ello analizamos la acumulación de RNA viral en 
plantas mutantes de arabidopsis ago4 a 10 y 16 d.p.i. empleando una sonda correspondiente a la región 
3’UTR del virus. Los resultados obtenidos muestran a los 10 d.p.i. un incremento sutil en la 
acumulación de RNAs virales de TRV en las inflorescencias del mutante ago4 respecto a su fondo 
genético La.er. que se hace más evidente a los 16 d.p.i. (Figura 4.35A).  
 
Figura 4.35. Acumulación de TRV en mutantes deficientes en la ruta de metilación del DNA guiada por sRNAs. 
(A) Northern blot a partir de HMW-RNA purificado de inflorescencias de plantas La.er y ago4 infectadas con TRV a 
10 y 16 d.p.i. (B) Expresión relativa de TRV1 medida por RT-PCR cuantitativa a partir de RNA purificado de 
inflorescencias de plantas Col-0 y mutantes cmt3, drm1drm2 (drm1/2) y drm1drm2cmt3 (drm1/2/cmt3) a 16 d.p.i. El 
contenido de la figura es similar al descrito en la figura 4.28. 
 
La acumulación relativa de TRV1 se estimó mediante RT-PCR cuantitativa en el mutante simple 
de arabidopsis cmt3, el doble mutante drm1 drm2 y el triple mutante drm1 drm2 cmt3 (Figura 4.35B). Los 
resultados del ensayo indicaban que el RNA1 de TRV se acumulaba en los mutantes cmt3 y drm1 drm2 
a niveles comparables a las plantas silvestres infectadas sistémicamente (Figura 4.35B). Sin embargo, 
el análisis estadístico de los datos mediante ANOVA de un factor demostró que existían diferencias 
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significativas en la expresión relativa del RNA1 de TRV entre éstos y el triple mutante drm1 drm2 cmt3, 
en el que los niveles de RNA viral eran mayores (F35,3=17,33; P=0.001 ) (Figura 4.32B).  
En conjunto, nuestras observaciones sugieren que alteraciones genéticas en la ruta del 
silenciamiento dependiente de la metilación del DNA dirigida por sRNAs conllevan un aumento en la 
susceptibilidad a la infección por TRV. Estos resultados son difíciles de interpretar ya que TRV es un 
virus de (+)ssRNA que se replica en el citoplasma y no produce intermediarios de DNA por lo que es 
improbable que su genoma sea diana directa de silenciamiento génico a nivel transcripcional. Por el 
contrario, es razonable especular que esta ruta de silenciamiento transcripcional module la expresión 
de genes del huésped durante el proceso infectivo y determine la naturaleza de la interacción entre la 









































Los resultados obtenidos en esta tesis doctoral empleando diversas aproximaciones experimentales 
han contribuido a esclarecer los requerimientos genéticos y estructurales para la biosíntesis de 
vsRNAs, el origen y composición de sus poblaciones y su potencial para autosilenciar el RNA viral 
del que proceden y modular el genoma de la planta durante la infección. Independientemente de la 
especie viral o de la planta hospedadora, las poblaciones de vsRNAs en los tejidos infectados son 
muy abundantes y diversas. Esta peculiaridad, unida a la capacidad de los vsRNAs para interaccionar 
con distintos complejos efectores de silenciamiento, sugiere para estas moléculas un papel crucial en 
la regulación de los genomas tanto del virus como de la planta. En consecuencia, la actividad de los 
vsRNAs durante una infección podría contribuir a explicar ciertos procesos en la patogénesis viral e 
incluso las relaciones de compatibilidad y resistencia entre un virus y la planta hospedadora. 
Estudios recientes, en los que se incluye este trabajo, han demostrado el papel de las proteínas 
DCL como sensores de la activación del silenciamiento por RNA inducido por virus (revisado por 
Llave, 2010; Ruiz-Ferrer and Voinnet, 2009). No está claro, sin embargo, el origen de las dsRNA 
inductoras, sus posibles mecanismos de biosíntesis y su contribución relativa en el inicio y 
amplificación de las respuestas de silenciamiento. Un posible mecanismo para la formación transitoria 
de dsRNA viral implicaría el apareamiento de bases intramolecular en la ssRNA viral para dar lugar a 
estructuras ahorquilladas relativamente estables que pudieran ser procesadas por las proteínas DCL 
para generar vsRNAs (Molnar et al., 2005; Szittya et al., 2010). Este modelo podría explicar 
aparentemente la síntesis de vsRNA primarios, la existencia de puntos calientes de vsRNAs a lo largo 
de los genomas virales o la acumulación preferente de vsRNAs de polaridad sentido observada en 
nuestras colecciones secuenciadas de vsRNAs (Molnar et al., 2005; Szittya et al., 2010). Puesto que las 
cadenas virales de polaridad positiva superan en número a las negativas, sería de esperar que el 
procesamiento de secuencias autoplegadas del RNA viral produzca dominancia de vsRNA de 
orientación positiva. En este trabajo, el análisis de la estructura secundaria de las ssRNAs virales 
reveló que en efecto es posible predecir por métodos informáticos plegamientos relativamente 
estables a lo largo del RNA viral para todos los virus analizados. Igualmente es posible detectar 
vsRNAs que mapean en el tallo de estas estructuras en horquilla lo que sugiere de manera indirecta 
que alguna de estas estructuras secundarias del ssRNA viral podrían potencialmente actuar como 
sustrato de las actividades DCL. El análisis detallado de estructura del RNA 1 de TRV y del RNA de 
CymRSV demuestra cómo algunos segmentos virales proporcionan predicciones muy estables 
similares termodinámicamente a los precursores de miRNAs. En estas estructuras las lecturas de 
vsRNAs obtenidas por secuenciación masiva se disponen de forma consistente con el procesamiento 
secuencial por DCL dentro de la zona de mayor apareamiento del tallo estructurado. Aunque no 
disponemos de evidencias experimentales que confirmen esta idea, es razonable sugerir que 




No obstante, este tipo de estructuras con características de precursor de miRNA no parecen ser 
frecuentes en el genoma de los virus investigados. En la mayoría de los casos las predicciones 
originaban estructuras poco favorables termodinámicamente en las que la mayoría de las lecturas 
observadas se encontraban en zonas con un elevado número de bases no apareadas que podrían 
comprometer la capacidad catalítica de DCL. Dichas lecturas probablemente representen vsRNA 
secundarios formados por otros mecanismos alternativos. Es importante tener en cuenta que 
vsRNAs con orígenes diversos cohabitan en las células infectadas.  
Por otra parte, no parece claro que el procesamiento de regiones auto-complementarias explique 
satisfactoriamente la formación de zonas de acumulación preferente de vsRNAs. En general, las 
lecturas de vsRNAs altamente repetidas que forman estos puntos calientes mapeaban con frecuencia 
en regiones sin estructura en horquilla y cuando lo hacían se encontraron en regiones donde la 
correspondiente estructura local predicha o bien carecía de apareamiento intramolecular de bases 
estable o presentaba numerosos bucles y bases no apareadas. De hecho, para ninguno de los virus 
analizados fue posible establecer una correlación positiva entre la existencia de puntos calientes de 
vsRNAs en el RNA viral y su estructura secundaria. 
En esta situación, la cuestión es si las proteínas DCL (1 a 4) tendrían actividad catalítica sobre 
apareamientos imperfectos que contengan un grado relativamente alto de nucleótidos desapareados. 
Recientemente se ha comprobado que además de DCL1, que genera los miRNAs canónicos de 20 a 
22 nts, DCL3 es igualmente capaz de procesar a la mayoría de los precursores de miRNAs en 
arabidopsis para generar miRNAs más largos de 23 a 25 nts de longitud (Vazquez et al., 2008). Por 
tanto, aunque todas las enzimas DCL tengan el potencial de actuar, con mayor o menor eficacia, 
sobre plegamientos estables de RNA no está claro que procesen estructuras en horquilla 
termodinámicamente inestables con un mayor número de desapareamientos que los precursores de 
miRNAs. En todo caso, es necesaria una investigación más detallada para elucidar si estas estructuras 
apareadas existen in vivo y si son reconocidas y procesadas por las proteínas DCL. 
Finalmente, nuestras observaciones nos llevan a descartar la posibilidad de que este modelo de 
síntesis de vsRNA explique satisfactoriamente el sesgo de polaridad (con dominancia de especies 
positivas) en algunas de las colecciones secuenciadas. Estas zonas de estructura local relativamente 
estable se disponen puntualmente en posiciones concretas lo que contrasta con la distribución ubicua 
de los vsRNA en ambas orientaciones a lo largo de los genomas virales reflejo de la actividad DCL en 
la práctica totalidad de sus posiciones nucleotídicas. 
Otro mecanismo adicional para la formación de dsRNA conllevaría el apareamiento 
intermolecular de cadenas positivas virales con las cadenas negativas complementarias. Se asume que 
los intermediarios de dsRNA se pueden formar durante el ciclo de infección en la célula hospedadora 
y que pueden ser procesados potencialmente en vsRNAs (Ahlquist, 2002; Ding and Voinnet, 2007). 
Sin embargo, la existencia de largas formas replicativas de dsRNA y su accesibilidad por proteínas 
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DCL no se ha probado experimentalmente, y por lo tanto, su contribución a la formación de vsRNAs 
es debatible. La amplia distribución de los vsRNAs de ambas polaridades a lo largo de los genomas 
virales y su biogénesis a partir de posiciones consecutivas observadas en esta tesis argumentan a favor 
de un procesamiento mediado por proteínas DCL de dsRNAs perfectamente apareadas como 
mecanismo principal de síntesis de vsRNAs. Nuestro trabajo demuestra que, al menos para TRV, la 
mayor parte de los vsRNAs detectados en el tejido infectado derivan de sustratos de dsRNA 
dependientes de RDR (ver más adelante). No obstante, es posible detectar una pequeña cantidad de 
vsRNAs en el triple mutante rdr1 rdr2 rdr6 de arabidopsis infectado con TRV y otros virus de plantas 
(Garcia-Ruiz et al., 2010; Wang et al., 2010). Este dato revela una subpoblación de vsRNAs cuya 
biogénesis parece ser independiente de la actividad de RDR1, RDR2 y RDR6 en la formación de 
dsRNA. Tampoco es probable que deriven de la actividad de las otras proteínas RDR identificadas en 
arabidopsis (RDR3, RDR4 y RDR5), ya que todavía no se ha probado que sean funcionalmente 
activas (Wassenegger and Krczal, 2006). Por lo tanto, estos vsRNAs podrían corresponder con 
vsRNAs primarios derivados del corte de las moléculas de dsRNAs inductoras primarias del 
silenciamiento durante la infección viral. El hecho de que los vsRNAs derivados del triple mutante 
rdr1 rdr2 rdr6 estén distribuidos a lo largo de todo el genoma del virus como hemos comprobado con 
los experimentos de Northern reverso sustenta la teoría de que estos vsRNAs se originan a partir del 
procesamiento de largas dsRNAs como intermediarios durante la replicación viral y no a partir de 
estructuras en horquilla en la cadena de ssRNA viral (Flynt et al., 2009; Parameswaran et al., 2010). 
Además de intermediarios en la replicación, es factible que RNAs mensajeros subgenómicos junto 
con otras especies de RNA viral más cortas y de polaridad positiva y negativa (degradaciones parciales 
o piezas parcialmente sintetizadas de RNAs genómicos) puedan anillar para crear moléculas 
transitorias de dsRNA con el potencial de iniciar la respuesta de silenciamiento. Por ejemplo, hemos 
demostrado para la mayoría de los virus analizados que los vsRNAs son más diversos y abundantes 
en regiones genómicas que transcriben RNAs subgenómicos que pueden proporcionar un aumento 
sustancial en la cantidad de RNA molde para la síntesis de dsRNAs. 
Nuestro trabajo es consistente con estudios previos y pone de manifiesto la contribución de las 
enzimas RDR en la biogénesis de vsRNAs secundarios y la defensa antiviral (Axtell et al., 2006; Diaz-
Pendon et al., 2007; Mourrain et al., 2000; Qi et al., 2009; Schwach et al., 2005; Yu et al., 2003). Pero, 
¿cuál es la contribución total de las rutas mediadas por RDR a la formación de vsRNAs? Los 
resultados presentados en esta tesis indican que la mayoría de los vsRNAs derivados de TRV son 
dependientes de actividades RDR e identifican a RDR1, RDR2 y RDR6 como factores del 
hospedador requeridos para su biogénesis. La cantidad total de vsRNAs de TRV en el triple mutante 
rdr1 rdr2 rdr6 se ve reducida hasta en un 90% con respecto a la planta silvestre Col-0. La reducción en 
la acumulación de vsRNAs en contraste con el aumento en la acumulación de los RNAs genómicos y 
subgenómicos (que pueden potencialmente servir como sustrato adicional para el corte mediado por 
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proteínas DCL) en el triple mutante rdr1 rdr2 rdr6 cuestionan la importancia relativa de las estructuras 
secundarias o de los intermediarios de la replicación como fuente de vsRNAs y enfatiza la aportación 
de RDR en la formación de vsRNAs secundarios.  
En resumen, los resultados presentados en este trabajo son coherentes con un modelo en el que 
los vsRNAs primarios se originarían en etapas tempranas de la infección viral por la actividad de DCL 
sobre formas replicativas de dsRNA, cadenas complementarias de polaridad positiva y negativa y 
ciertas estructuras locales. La actividad endonucleolítica de los complejos efectores de silenciamiento 
guiados por estos vsRNA primarios sobre el RNA viral generaría nuevos moldes de RNA viral sobre 
el que actuarían las enzimas RDR proporcionando sustratos para la biogénesis de vsRNA 
secundarios. Esta hipótesis es también consecuente con el papel de las enzimas RDR en la 
amplificación del silenciamiento (Axtell et al., 2006; Diaz-Pendon et al., 2007; Ding and Voinnet, 
2007; Garcia-Ruiz et al., 2010; Mourrain et al., 2000).  
Una cuestión importante por clarificar es el papel específico de cada uno de los genes RDR en la 
biogénesis de vsRNAs. Nuestros resultados indican que son varias las rutas dependientes de RDR 
implicadas en la biogénesis de vsRNAs de TRV y en la defensa antiviral. El hecho de que la 
desactivación de una sola proteína RDR en arabidopsis no altere sustancialmente la acumulación de 
vsRNAs ni la susceptibilidad a la infección por TRV (y la mayoría de los virus estudiados en otros 
trabajos) puede ser debido a la redundancia funcional entre las enzimas RDR para mediar en 
silenciamiento antiviral pero también a su actividad coordinada en distintos tejidos o estadios de 
desarrollo como se ha descrito para TuMV (Garcia-Ruiz et al., 2010). En consistencia con esta idea, 
hemos encontrado que la disminución en la acumulación de vsRNAs y la híper-susceptibilidad a la 
infección por TRV fueron especialmente evidentes en el triple mutante rdr, y en menor medida en 
dobles mutantes, pero no en los mutantes sencillos de arabidopsis.  
En esta tesis hemos empleado técnicas de hibridación molecular y ultrasecuenciación para 
caracterizar la estructura y composición de las poblaciones de vsRNAs en el tejido infectado. En 
general, ambas aproximaciones experimentales proporcionaron resultados consistentes referentes al 
tamaño, polaridad, diversidad, abundancia y distribución de vsRNAs lo que sugiere que en conjunto 
ofrecen una visión relativamente fiable del contenido de vsRNAs en el tejido investigado.  
Las nuevas técnicas de secuenciación masiva constituyen una herramienta poderosa para 
caracterizar la abundancia y diversidad de las poblaciones de vsRNAs, especialmente cuando su 
configuración superpuesta cuestiona la fiabilidad de las técnicas de hibridación o amplificación. 
Nuestro trabajo demuestra la amplia distribución de secuencias de vsRNAs a lo largo de los genomas 
virales analizados. Los virus con el mayor número de lecturas en la secuenciación, presentaban 
coberturas genómicas cercanas al 100% para los tamaños de vsRNAs más representativos. Esto se 
traduce en que prácticamente todas las posiciones del genoma estaban ocupadas por al menos una 
secuencia única de vsRNAs. De este modo, los vsRNAs adquieren una configuración superpuesta 
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con las secuencias vecinas, con sus extremos 5’ espaciados en incrementos de 1 nt. Este 
espaciamiento sugiere que las proteínas DCL catalizan el corte de sustratos virales en nucleótidos 
consecutivos y en cualquier posición a lo largo de los genomas virales. Si esto es cierto sería posible 
inferir un número máximo de especies únicas para cada tamaño de vsRNAs en un virus dado que 
vendría teóricamente impuesto por el tamaño del genoma viral. Este número teórico refleja la enorme 
diversidad y potencial regulador de secuencias en las poblaciones de vsRNAs en los tejidos 
infectados. La extrapolación a partir de las frecuencias de secuenciación y la estimación de la 
saturación de las colecciones de vsRNAs (evaluadas por la riqueza de especies en cada conjunto de 
secuencias) sugiere que sólo a través de un muestreo exhaustivo de la población total de vsRNAs 
podríamos aproximarnos a este máximo teórico de especies únicas. Como era esperable, al aumentar 
el esfuerzo de muestreo en la secuenciación de vsRNAs de TRV con la plataforma Illumina respecto 
a 454 hemos comprobado que es posible rescatar un mayor número de secuencias únicas. Sin 
embargo, nuestros datos revelan que a pesar del aumento significativo en el esfuerzo de muestreo 
sólo ha sido posible obtener un 38%, 32% y 24% del número teórico de secuencias únicas de 21, 22 y 
24 nts, respectivamente. En nuestra colección Illumina no fue posible llegar a una asíntota en la 
riqueza de especies lo que en conjunto sugiere que es improbable poder alcanzar este valor de 
saturación a través de la ultrasecuenciación convencional. Es importante mencionar que el potencial 
teórico de un genoma viral para generar vsRNAs está seguramente modulado por aspectos 
estructurales que limitan o condicionan la accesibilidad y/o procesividad de los componentes de 
biosíntesis de vsRNAs en la célula infectada.  
Nuestros datos de secuenciación masiva de vsRNA son, en general, comparables con los 
observados en otros sistemas experimentales (Bouche et al., 2006; Deleris et al., 2006; Diaz-Pendon et 
al., 2007; Garcia-Ruiz et al., 2010; Moissiard and Voinnet, 2006; Qi et al., 2009; Qu et al., 2008; Wang 
et al., 2010). Por ejemplo, la composición de las colecciones de vsRNAs derivados de CMV y TuMV 
obtenidas en esta tesis es similar a las obtenidas en trabajos posteriores donde utilizan la plataforma 
Illumina para caracterizar estas moléculas en el tejido infectado (Garcia-Ruiz et al., 2010; Wang et al., 
2010). No obstante, también encontramos algunas inconsistencias como en el caso de CymRSV para 
el que nuestra colección de vsRNAs obtenida a partir de N. benthamiana infectadas difería de otras dos 
colecciones documentadas recientemente usando las tecnologías 454 e Illumina (Szittya et al., 2010). 
En nuestro estudio, al contrario de lo que ocurre con otros virus de plantas, los vsRNAs más 
abundantes en los tejidos infectados con CymRSV son los de 22 nts. El predominio de vsRNAs de 22 
nts sobre los de 21 nts podría deberse a la actividad supresora de la proteína p19 de CymRSV. p19 
interacciona preferentemente con vsRNAs de 21 nts interfiriendo con su ensamblaje en los complejos 
efectores de silenciamiento y promoviendo su degradación (Silhavy et al., 2002; Vargason et al., 2003). 
Por otro lado, p19 podría interferir parcialmente con el procesamiento de sustratos de dsRNA 
mediado por DCL4 durante la infección  con CymRSV, como se ha descrito para el supresor de 
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silenciamiento p38 del virus TCV. Esta proteína viral bloquea la actividad de DCL4 y promueve la 
acumulación diferencial de los vsRNAs de 22 nts dependientes de DCL2 (Deleris et al., 2006; Xie et 
al., 2004). 
A pesar de que el diseño experimental en la secuenciación multiplex de sRNAs contemplaba el uso 
de cantidades normalizadas de amplicón de cada colección, nuestros resultados mostraban diferencias 
sustanciales en el número total de lecturas únicas y totales entre colecciones. Esta situación no es 
exclusiva a nuestro estudio puesto que se han documentado casos en los que aún normalizando la 
cantidad de amplicón de DNA se observaron diferencias en la composición de vsRNAs en distintos 
hospedadores infectados con el mismo virus (Ruiz-Ruiz et al., 2011; Wang et al., 2011; Yang et al., 
2011). Esto pudiera deberse a diferencias intrínsecas en las tasas de replicación y acumulación viral 
entre los distintos virus analizados en esta tesis, que de hecho difieren notablemente, en la 
organización y expresión de sus genomas y en sus estrategias de replicación. Por otra parte, estas 
diferencias en el contenido de vsRNAs en cada colección pueden reflejar diferencias en la eficiencia 
de la maquinaria de silenciamiento para reconocer y procesar cada genoma viral en cada hospedador. 
Estos dos factores pueden influir decisivamente en la formación de sustrato de dsRNA a partir de 
moldes virales. Pero además, como hemos mencionado anteriormente, los niveles de acumulación y la 
estabilidad de los vsRNAs en el tejido infectado reflejan en gran medida el modo de acción de los 
supresores de silenciamiento codificados por cada virus (Diaz-Pendon et al., 2007; Garcia-Ruiz et al., 
2010; Wang et al., 2010). Es el caso de las proteínas p19 de CymRSV, HC-Pro de potyvirus o 16K de 
TRV que causan reducciones más o menos drásticas en los niveles de vsRNAs en el tejido infectado 
(Lakatos et al., 2006; Martinez-Priego et al., 2008; Silhavy et al., 2002). O de la proteína supresora 2b 
de CMV que interfiere con RDR1 para inhibir la síntesis de vsRNA secundarios (Diaz-Pendon et al., 
2007). No obstante, no podemos descartar la posibilidad de que el formato multiplex introduzca un 
sesgo entre las colecciones ya que el número total de sRNA endógenos en cada colección también 
varió. 
Nuestros ensayos de Northern reverso empleando como sondas preparaciones de sRNAs 
marcados radiactivamente nos indican que la distribución heterogénea de secuencias a lo largo del 
genoma de TRV es el resultado de la actividad catalítica sola o combinada de DCL4, DCL2 y DCL3. 
En efecto, la desactivación genética de estas enzimas en dobles mutantes dcl demuestra que tanto 
DCL4 como DCL2 o DCL3 son competentes por sí solas de cortar los sustratos de dsRNA virales de 
forma semejante, tal como se deduce de los patrones de dispersión de vsRNAs generados por cada 
una de ellas. Estos datos están apoyados por nuestros resultados de ultrasecuenciación en distintos 
sistemas planta-virus según los cuales las especies de 21, 22 y 24 nts se disponen de acuerdo a un 
esquema común que sugiere que las tres proteínas DCL presentan una afinidad de sustrato similar 
aunque jerarquizada. De este modo, tanto las regiones enriquecidas y los picos de acumulación como 
las zonas menos densas en lecturas de cada uno de estos tamaños suelen coincidir a lo largo del 
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genoma viral. El hecho de que DCL2, DCL3 o DCL4 muestren rendimientos similares en fondos 
mutantes añade una nueva evidencia (aunque indirecta) a favor de las dsRNAs formadas por 
apareamiento intermolecular como fuente preferente en la síntesis de vsRNAs. No obstante, nuestros 
datos, en sintonía con otros trabajos similares, demuestran que DCL4 en fondo silvestre tiene 
prioridad sobre el resto de enzimas DCL en el procesamiento de dsRNA viral. Esto explica la sobre-
representación de especies de 21 nts en los ensayos de hibridación y en las colecciones secuenciadas 
para TRV y, en general, para el resto de virus investigados. DCL4 produce vsRNAs de 21 nts de 
ambas polaridades, mientras que DCL2 y DCL3, cuya actividad es subsidiaria de DCL4, generan 
tamaños de 22 y 23-24 nts, respectivamente.  
La distribución heterogénea de secuencias de vsRNA es una característica universal para todos los 
virus analizados. Este hecho probablemente refleja la existencia de áreas con ciertas peculiaridades 
estructurales que en última instancia influyen en la accesibilidad, afinidad o actividad enzimática de 
uno o más componentes de la maquinaria de silenciamiento requeridos para la formación y 
procesamiento posterior de la dsRNA en vsRNAs. Por ejemplo, los vsRNAs son significativamente 
más abundantes (o muestran una tendencia a serlo) en regiones genómicas que producen los RNAs 
subgenómicos en todos los virus analizados con este tipo de expresión genómica. Estos transcritos 
podrían aumentar sustancialmente la disponibilidad de moldes para la síntesis de dsRNAs. Nuestros 
ensayos indican que una pequeña proporción de los vsRNAs originados en la región subgenómica de 
TRV1 es probablemente dependiente de la actividad DCL2. La acumulación de vsRNAs en esta 
región está significativamente reducida en dobles mutantes dcl2 dcl3 y dcl2d cl4 que implican la pérdida 
de la actividad DCL2. Esto sugiere que ciertos sustratos de dsRNA derivados de estas regiones 
genómicas virales posean características estructurales que favorezcan la actividad preferencial de 
DCL2. Por ejemplo, regiones complementarias de RNAs genómicos de polaridad positiva y negativa 
pueden anillar entre si o con secuencias complementarias derivadas de otros RNAs más largos para 
formar sustratos de dsRNA. Esta dsRNA hipotética tendría unas características similares a la 
producida por apareamientos parciales de regiones complementarias entre transcritos convergentes de 
genes antisentido, que es el tipo de sustrato natural procesado por DCL2 en la síntesis de nat-siRNAs 
(Apartado 1.3.3) (Borsani et al., 2005). Probablemente esta, y otras, especificidad de sustrato está 
también condicionada por la asociación de cada proteína DCL con alguna de las proteínas DRB que 
funcionan esencialmente como co-factores en silenciamiento por RNA (Hiraguri et al., 2005). Sin 
embargo, ya que no hemos observado ningún efecto estadísticamente significativo en la acumulación 
de los vsRNAs procedentes del extremo 3’ terminal de TRV1 en mutantes simples dcl2, es razonable 
pensar que las tres proteínas DCL contribuyen significativamente a la formación de vsRNAs en esta 
región. 
No están claras las características estructurales que en última instancia determinan la accesibilidad, 
afinidad o actividad de procesamiento de cada proteína DCL sobre los distintos sustratos de dsRNA. 
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Después de analizar la composición nucleotídica de varios virus de RNA y sus correspondientes 
colecciones secuenciadas de vsRNAs hemos observado que, en general, los vsRNA tienen un mayor 
contenido en GC que sus respectivos genomas. Por tanto, es razonable especular que la actividad de 
DCL estuviese favorecida en zonas del genoma con alto contenido en pares GC donde la dsRNA es 
más estable (Ho et al., 2007). Otra posibilidad no excluyente es que los vsRNAs con mayor contenido 
en GC sean más estables en forma de dúplex y por tanto menos vulnerables a la acción de RNasas de 
la planta. Si la mayor presencia o ausencia de vsRNAs en el genoma viral refleja la disponibilidad y/o 
estabilidad de los sustratos de dsRNA, sería de esperar que las zonas con mayor riqueza de lecturas se 
localicen en las inmediaciones de los sitios de reconocimiento de molde por RDR e iniciación de la 
cadena complementaria. Por ejemplo, las actividad de las enzimas RDR podría dirigirse al extremo 3’ 
de RNAs virales que carece de señales moleculares asociadas normalmente al procesamiento de 
mRNAs, como aquellos generados por eventos de corte aleatorios, errores de replicación o corte 
guiado por vsRNAs. De hecho, varios trabajos proponen que la falta de características típicas de 
transcritos del hospedador como la caperuza en 5’ o la cola poli(A) en 3’ podrían atraer directa o 
indirectamente a las enzimas RDR hacia estos RNA “aberrantes” para su conversión en dsRNA 
(Allen et al., 2005; Axtell et al., 2006; Herr et al., 2006).  
Aunque nuestro estudio sugiere que la secuenciación masiva representa un método fiable para 
deducir la composición de vsRNAs en el tejido infectado, no está claro que sea un reflejo exacto del 
conjunto total de secuencias de vsRNAs que se generan a partir de las distintas moléculas de dsRNA 
precursoras. Por tanto, en nuestras condiciones experimentales, la secuenciación masiva no puede o 
no debe emplearse como un método para deducir la contribución de los diversos mecanismos que 
participan en la biosíntesis de vsRNAs durante la infección. Esto se debe a que un número 
significativo de secuencias de vsRNAs puede no estar representado en las colecciones secuenciadas. 
Por ejemplo,  los vsRNA en plantas se asocian con las enzimas AGO en función de su nucleótido 5’ 
terminal y, probablemente, según ciertas constricciones termodinámicas (Mi et al., 2008; Montgomery 
et al., 2008a; Tomari et al., 2004) por lo que no es de esperar que todas las secuencias estén 
igualmente estabilizadas en estos complejos. Por ejemplo, la baja proporción de vsRNAs que 
empiezan por G en nuestro conjunto de datos de secuenciación es consistente con la ausencia de una 
proteína AGO con afinidad por sRNAs que posean G en el extremo 5’ terminal. Es posible también 
que una fracción de vsRNAs dentro de la población original pudiera estar sujeta a modificaciones 
químicas o estructurales que afectasen su estabilidad o impidiesen la ligación con los adaptadores 
utilizados en la secuenciación (Ebhardt et al., 2009; Li et al., 2005). Finalmente, los vsRNAs están 
expuestos a la acción de nucleasas específicas de sRNAs (SDN) o a ser secuestrados por proteínas 
supresoras virales (Lakatos et al., 2006; Ramachandran and Chen, 2008) que podrían condicionar su 
acumulación en los tejidos infectados. Por extensión, estos condicionantes pueden aplicarse a los 
ensayos de hibridación que ponen de manifiesto la composición de los vsRNAs en el tejido infectado 
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en un momento puntual pero no arrojan información de sus vías de biosíntesis ni de los procesos que 
modelan la configuración final de sus poblaciones. 
Esta observación nos lleva a interpretar con cautela los datos relativos a la distribución de 
secuencias de vsRNA en los genomas virales y a su polaridad. Por ejemplo, tanto la asimetría en la 
polaridad de cadena como la formación de puntos calientes de vsRNAs son características frecuentes 
en las colecciones secuenciadas de vsRNA de distintos virus. Esto contrasta con el hecho de que en la 
mayoría de estos casos, la biosíntesis de vsRNAs implica una o varias enzimas RDR, que 
probablemente convierten el ssRNA viral en largas cadenas de dsRNA. Es el caso de las colecciones 
secuenciadas de TRV o TMV (Garcia-Ruiz et al., 2010) ambas dominadas por vsRNAs de polaridad 
positiva a pesar de que la mayoría de ellos resultan del procesamiento por DCL de dsRNAs 
sintetizado por RDR. De la misma manera, el procesamiento de dsRNAs endógenos con 
complementariedad perfecta también genera patrones heterogéneos en la polaridad y en la 
distribución de sus secuencias derivadas (Allen et al., 2005; Axtell et al., 2006), por lo que no son de 
esperar patrones uniformes de distribución y simetría en la polaridad de cadena a partir de este tipo 
de sustratos. Por tanto, parece probable que ambas características sean consecuencia de 
modificaciones que ocurren una vez procesada la dsRNA por las enzimas DCL y que no reflejan con 
precisión el mecanismo por el cual se originan los vsRNAs a partir de todos los posibles precursores 
de dsRNA. Por ejemplo, se ha especulado que la cadena de RNA viral naciente sintetizada por la 
actividad RDR experimenta modificaciones químicas como la metilación que previene que la cadena 
de sRNA modificada entre a formar parte de los complejos AGO (Qi et al., 2009). De igual modo, es 
posible que señales estructurales o bioquímicas asociadas a las cadenas positivas virales pudieran 
favorecer su selección para ser reclutadas por las proteínas AGO. 
El potencial manifiesto de los virus de plantas para producir conjuntos de vsRNAs muy diversos y 
abundantes y asociarse con múltiples complejos efectores de silenciamiento a través de unión a 
proteínas AGO, tiene profundas implicaciones en el resultado de la interacción entre la planta y el 
virus. Es más, la incorporación de los vsRNAs en distintos complejos AGO tiene en sí misma 
consecuencias funcionales dado que diferentes proteínas AGO median diversos efectos sobre el RNA 
o la cromatina (Hutvagner and Simard, 2008). Primero, aunque para la mayoría de los virus vegetales, 
si no todos, desconocemos el modo preciso de acción y los requerimientos funcionales de los 
vsRNAs sobre los RNAs virales diana, la prolífera generación de vsRNAs resultado de diferentes 
actividades DCL podría reforzar el silenciamiento de los genomas virales por degradación del RNA, 
represión de su transcripción o señalización del silenciamiento (Brodersen et al., 2008; Ding and 
Voinnet, 2007; Mlotshwa et al., 2008; Pantaleo et al., 2007). Este y otros trabajos han demostrado que 
el silenciamiento por RNA en plantas es un potente mecanismo de defensa en el que las proteínas 
DCL y RDR son sensores y amplificadores, respectivamente, de la respuesta antiviral. DCL4 es el 
principal responsable de la defensa antiviral, como lo demuestra la susceptibilidad exacerbada a la 
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infección por TRV en plantas deficientes para esta enzima. La actividad antiviral de DCL2 es evidente 
en ausencia de DCL4 mientras que DCL3, al menos para TRV, es probablemente irrelevante puesto 
que el doble mutante dcl2 dcl4 presenta un fenotipo de híper-susceptibilidad. RDR1, RDR2 y RDR6 
desempeñan un papel crítico en la síntesis de vsRNAs y la inmunidad antiviral. Nuestros ensayos 
indican que TRV se acumula a niveles superiores en dobles mutantes para estas enzimas, y muy 
especialmente, en el triple mutante en el que las tres RDR están inactivadas genéticamente. No 
obstante, la acumulación de los RNAs genómicos y subgenómicos de TRV es menor en el triple 
mutante rdr1 rdr2 rdr6 que en el triple mutante dcl2 dcl3 dcl4, lo que sugiere que los vsRNAs primarios 
producidos en el triple mutante rdr tienen la capacidad de activar la respuesta de silenciamiento 
antiviral de la planta y limitar la acumulación de virus en el tejido infectado. Estos resultados 
demuestran el papel crítico que desempeñan las enzimas RDR en la amplificación de silenciamiento 
inducido por los vsRNA primarios y por tanto en el desarrollo eficaz de una respuesta antiviral. 
Nuestros resultados empleando el doble mutante dcl2 dcl4 infectado con TRV sugieren que la 
eficacia de procesamiento de DCL sobre los sustratos virales no es diagnóstica de una respuesta 
antiviral eficiente. En efecto, en este mutante (en ausencia de DCL4) DCL3 actúa sobre el virus para 
producir grandes cantidades de vsRNAs de 24-nts, superiores incluso a las formadas por DCL4. Sin 
embargo, estos vsRNAs parecen ser incapaces de mediar el silenciamiento de sus RNAs 
emparentados. Por lo tanto, podemos deducir que la actividad catalítica de DCL no representa un 
punto de regulación relevante en esta respuesta antiviral sino que son los vsRNAs de 21 y 22 nts los 
que albergan el potencial de autosilenciar los genomas virales y limitar la extensión y los efectos de la 
infección. 
Debido a la complementariedad de bases con genes del hospedador, los vsRNAs podrían tener un 
potencial papel regulador sobre los genomas vegetales, contribuyendo a la eficacia de la infección y la 
expresión de los síntomas (Ding and Voinnet, 2007; Dunoyer and Voinnet, 2005; Mlotshwa et al., 
2008; Moissiard and Voinnet, 2006). En este trabajo hemos comprobado que plantas deficientes en 
AGO4 o en las metiltransferasas de DNA DRM1, DRM2 y CMT3 son más susceptibles a la infección 
por TRV lo que sugiere un papel del silenciamiento transcripcional en el curso de la infección. No 
obstante, este resultado es difícil de interpretar ya que TRV es un virus con genoma de ssRNA y 
polaridad positiva que se replica en el citoplasma y no produce intermediarios de DNA. Por tanto,  es 
poco probable que su genoma sea diana de silenciamiento a nivel transcripcional. Sin embargo, es 
razonable proponer que los vsRNAs pudieran regular negativamente genes de la planta durante la 
infección a través de interacciones funcionales entre los vsRNAs y el DNA (nivel transcripcional) y el 
RNA (nivel post-transcripcional) de la célula hospedadora. Nuestros resultados indican que los 
vsRNAs con A en su extremo 5’ terminal estaban bien representados en las colecciones secuenciadas. 
Estos vsRNAs podrían asociarse con AGO4 y dirigir la metilación del DNA y el silenciamiento 
génico transcripcional de loci específicos con los que compartan complementariedad de secuencia.  
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En este trabajo hemos empleado herramientas informáticas para predecir posibles genes diana de 
vsRNAs de TRV dentro del transcriptoma de arabidopsis. Dada la diversidad de secuencias de 
vsRNAs en el tejido infectado hemos podido identificar un elevado número de mRNAs del 
hospedador como posibles dianas de regulación negativa mediada por vsRNAs. En esta tesis hemos 
iniciado el análisis individual de algunos de estos genes mediante mapeo experimental en sus mRNAs 
de los sitios de corte guiado por vsRNAs. Sin embargo, hasta el momento no ha sido posible validar 
ninguna interacción funcional en ninguno de los genes seleccionados. Esto podría deberse a múltiples 
causas que incluyen dificultades técnicas en el proceso de enriquecimiento, amplificación y clonación 
de los productos de corte, a la baja tasa de procesamiento en el tejido infectado, y muy 
probablemente a que muchos de estos genes diana en nuestro análisis predictivo representen falsos 
positivos. Nuestro trabajo actual en el laboratorio contempla el uso de herramientas genómicas para 
la identificación a escala global de productos génicos resultantes de la actividad endonucleolítica de 
sRNAs y mapeo de sus sitios de corte. 
Aunque este trabajo ha contribuido de manera notoria a esclarecer la composición y estructura de 
las poblaciones de vsRNAs en el tejido infectado y los requerimientos genéticos y estructurales para 
su biosíntesis y función antiviral, todavía quedan importantes cuestiones por resolver. Por ejemplo 
aún no está claro si las dsRNAs que pudieran generarse de forma transitoria durante la replicación y 
expresión de los genomas virales, o aquellas originadas directamente a partir de características 
estructurales del RNA viral, existen realmente en el tejido infectado ni cuál es su contribución relativa 
a la formación de vsRNAs primarios. Tampoco tenemos una explicación satisfactoria para la 
distribución heterogénea y el sesgo en la polaridad de cadena de los vsRNAs. El origen desigual de los 
vsRNAs pudiera ser consecuencia de una actividad diferencial de las proteínas DCL y RDR a lo largo 
de los genomas virales que explicaría la contribución heterogénea de diferentes regiones genómicas. 
En este sentido sería necesario investigar los requerimientos estructurales que determinan la actividad 
de estas enzimas teniendo en cuenta la influencia de factores tanto del virus como de la planta. No 
obstante, es muy probable que la composición final de las poblaciones de vsRNAs esté definida por 
diversos eventos de maduración/degradación (discutido con anterioridad) cuya naturaleza 
desconocemos. Seguramente los aspectos menos estudiados de la biología de los vsRNAs son los 
relativos a su modo de acción y a su interacción con las moléculas diana. Los trabajos futuros 
deberían contribuir a explicar los factores genéticos y estructurales que modulan la funcionalidad de 
los vsRNAs como auto-silenciadores durante una infección, incluyendo el efecto de supresores virales 
de silenciamiento. Del mismo modo, es importante determinar si los vsRNAs, al igual que los 
miRNAs, son capaces de actuar sobre sus moléculas de RNA diana no sólo degradándolas sino 
también inhibiendo su traducción. Y finalmente, sería relevante determinar el impacto de la actividad 
de los vsRNA como reguladores del genoma del huésped y su influencia en el establecimiento y 
desarrollo de la infección y de la patogénesis viral.  
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1. Las infecciones virales en plantas conllevan la formación de poblaciones de vsRNAs muy 
diversas, abundantes en su composición y que comparten características comunes en la 
mayoría de los sistemas planta-virus analizados:  
 Tamaño de 20 a 24 nts con dominancia de las especies de 21 y 22 nts. 
 Tendencia a acumular especies de polaridad positiva respecto a las de polaridad 
negativa. 
 Distribución ubicua y heterogénea con formación de picos de acumulación de vsRNAs 
a lo largo de los genomas virales. 
 
2. La formación de vsRNAs de TRV resulta de la acción combinada e interconectada de 
diferentes actividades DCL y RDR de la planta. Las proteínas DCL actúan sobre dsRNAs 
para dar lugar a vsRNAs, mientras que las proteínas RDR1, RDR2 y RDR6 amplifican las 
respuestas iniciales de silenciamiento convirtiendo el RNA viral en dsRNA. 
 
3. Las tres enzimas DCL implicadas en la biogénesis de vsRNAs cortan sustratos virales de 
forma jerárquica (DCL4>DCL2>DCL3) produciendo especies de 21, 22 y 24 nts, 
respectivamente, y son capaces de procesar con afinidad similar, solas o combinadas unas con 
otras, las dsRNAs virales para producir vsRNAs de ambas polaridades a lo largo de todo el 
genoma de TRV. 
 
4. Nuestros datos sugieren tres posibles mecanismos para la formación de dsRNA viral durante 
el proceso infectivo: intermediarios replicativos y plegamientos imperfectos del RNA viral 
para la síntesis de vsRNAs primarios y actividad de las proteínas RDR para la síntesis de 
vsRNAs secundarios. 
 
5. La distribución heterogénea de los vsRNAs a lo largo de los genomas virales podría reflejar la 
actividad diferencial de las proteínas DCL y RDR a lo largo del RNA viral y muy 
probablemente, diferencias en la composición de secuencia (contenido GC) de los vsRNAs 
que condicionan su estabilidad en el tejido infectado. 
 
6. La actividad reguladora de los vsRNAs se ve reforzada por la gran diversidad y abundancia de 
secuencias de vsRNAs en el tejido infectado y por su potencial de unirse a múltiples 
complejos AGO que les permitirían actuar a través de diferentes mecanismos de regulación 




7. DCL4 y DCL2 y RDR1, RDR2 y RDR6 son componentes esenciales de la maquinaria de 
silenciamiento en inmunidad antiviral puesto que su desactivación genética resulta en un 
fenotipo de híper-susceptibilidad a TRV. Este fenómeno no se asocia al procesamiento de 
dsRNAs virales sino muy probablemente a la actividad de los vsRNAs. 
 
8. La interacción funcional entre vsRNAs y secuencias del hospedador a nivel transcripcional 
y/o post-transcripcional podría tener un potencial papel regulador, que contribuiría a la 








































Adenot, X., Elmayan, T., Lauressergues, D., Boutet, S., Bouche, N., Gasciolli, V. and Vaucheret, H. 
(2006). DRB4-dependent TAS3 trans-acting siRNAs control leaf morphology through AGO7. Curr. Biol. 
16, 927-932. 
Ahlquist, P. (2002). RNA-dependent RNA polymerases, viruses, and RNA silencing. Science 296, 1270-
1273. 
Akbergenov, R., Si-Ammour, A., Blevins, T., Amin, I., Kutter, C., Vanderschuren, H., Zhang, P., 
Gruissem, W., Meins, F., Jr., Hohn, T., et al. (2006). Molecular characterization of geminivirus-derived 
small RNAs in different plant species. Nucleic Acids Res. 34, 462-471. 
Aliyari, R. and Ding, S.W. (2009). RNA-based viral immunity initiated by the Dicer family of host immune 
receptors. Immunol. Rev. 227, 176-188. 
Allen, E. and Howell, M.D. (2010). miRNAs in the biogenesis of trans-acting siRNAs in higher plants. 
Semin. Cell Dev. Biol. 21, 798-804. 
Allen, E., Xie, Z., Gustafson, A.M. and Carrington, J.C. (2005). microRNA-directed phasing during trans-
acting siRNA biogenesis in plants. Cell 121, 207-221. 
Ameres, S.L., Martinez, J. and Schroeder, R. (2007). Molecular basis for target RNA recognition and 
cleavage by human RISC. Cell 130, 101-112. 
Aukerman, M.J. and Sakai, H. (2003). Regulation of flowering time and floral organ identity by a 
microRNA and its APETALA2-like target genes. Plant Cell 15, 2730-2741. 
Axtell, M.J., Jan, C., Rajagopalan, R. and Bartel, D.P. (2006). A two-hit trigger for siRNA biogenesis in 
plants. Cell 127, 565-577. 
Baker, C.C., Sieber, P., Wellmer, F. and Meyerowitz, E.M. (2005). The early extra petals1 mutant uncovers 
a role for microRNA miR164c in regulating petal number in Arabidopsis. Curr. Biol. 15, 303-315. 
Bartel, D.P. (2004). MicroRNAs: genomics, biogenesis, mechanism, and function. Cell 116, 281-297. 
Baulcombe, D. (2002). Viral suppression of systemic silencing. Trends Microbiol. 10, 306-308. 
Baumberger, N. and Baulcombe, D.C. (2005). Arabidopsis ARGONAUTE1 is an RNA Slicer that 
selectively recruits microRNAs and short interfering RNAs. Proc. Natl. Acad. Sci. USA 102, 11928-11933. 
Bernstein, E., Caudy, A.A., Hammond, S.M. and Hannon, G.J. (2001). Role for a bidentate ribonuclease in 
the initiation step of RNA interference. Nature 409, 363-366. 
Blaszczyk, J., Tropea, J.E., Bubunenko, M., Routzahn, K.M., Waugh, D.S., Court, D.L. and Ji, X. (2001). 
Crystallographic and modeling studies of RNase III suggest a mechanism for double-stranded RNA 
cleavage. Structure 9, 1225-1236. 
Blevins, T., Rajeswaran, R., Shivaprasad, P.V., Beknazariants, D., Si-Ammour, A., Park, H.S., Vazquez, F., 
Robertson, D., Meins, F., Jr., Hohn, T., et al. (2006). Four plant Dicers mediate viral small RNA 
biogenesis and DNA virus induced silencing. Nucleic Acids Res. 34, 6233-6246. 
Borsani, O., Zhu, J., Verslues, P.E., Sunkar, R. and Zhu, J.K. (2005). Endogenous siRNAs derived from a 
pair of natural cis-antisense transcripts regulate salt tolerance in Arabidopsis. Cell 123, 1279-1291. 
Bouche, N., Lauressergues, D., Gasciolli, V. and Vaucheret, H. (2006). An antagonistic function for 
Arabidopsis DCL2 in development and a new function for DCL4 in generating viral siRNAs. EMBO J. 
25, 3347-3356. 
Brodersen, P., Sakvarelidze-Achard, L., Bruun-Rasmussen, M., Dunoyer, P., Yamamoto, Y.Y., Sieburth, L. 
and Voinnet, O. (2008). Widespread translational inhibition by plant miRNAs and siRNAs. Science 320, 
1185-1190. 




Brosnan, C.A., Mitter, N., Christie, M., Smith, N.A., Waterhouse, P.M. and Carroll, B.J. (2007). Nuclear 
gene silencing directs reception of long-distance mRNA silencing in Arabidopsis. Proc. Natl. Acad. Sci. 
USA 104, 14741-14746. 
Burch-Smith, T.M., Schiff, M., Liu, Y. and Dinesh-Kumar, S.P. (2006). Efficient virus-induced gene 
silencing in Arabidopsis. Plant Physiol. 142, 21-27. 
Burgyan, J. (2008). Role of silencing suppressor proteins. Methods Mol. Biol. 451, 69-79. 
Burgyan, J., Nagy, P.D. and Russo, M. (1990). Synthesis of infectious RNA from full-length cloned cDNA 
to RNA of Cymbidium ringspot tombusvirus. J. Gen. Virol. 71, 1857-1860. 
Burton, R.A., Gibeaut, D.M., Bacic, A., Findlay, K., Roberts, K., Hamilton, A., Baulcombe, D.C. and 
Fincher, G.B. (2000). Virus-induced silencing of a plant cellulose synthase gene. Plant Cell 12, 691-706. 
Cao, X. and Jacobsen, S.E. (2002). Role of the arabidopsis DRM methyltransferases in de novo DNA 
methylation and gene silencing. Curr. Biol. 12, 1138-1144. 
Ciomperlik, J.J., Omarov, R.T. and Scholthof, H.B. (2011). An antiviral RISC isolated from Tobacco rattle 
virus-infected plants. Virology. 412, 117-24. 
Curaba, J. and Chen, X. (2008). Biochemical activities of Arabidopsis RNA-dependent RNA polymerase 
6. J. Biol. Chem. 283, 3059-3066. 
Chapman, E.J. and Carrington, J.C. (2007). Specialization and evolution of endogenous small RNA 
pathways. Nat. Rev. Genet. 8, 884-896. 
Chellappan, P., Vanitharani, R., Pita, J. and Fauquet, C.M. (2004). Short interfering RNA accumulation 
correlates with host recovery in DNA virus-infected hosts, and gene silencing targets specific viral 
sequences. J. Virol. 78, 7465-7477. 
Chen, X. (2009). Small RNAs and their roles in plant development. Annu. Rev. Cell Dev. Biol. 25, 21-44. 
Dalmay, T., Hamilton, A., Rudd, S., Angell, S. and Baulcombe, D.C. (2000). An RNA-dependent RNA 
polymerase gene in Arabidopsis is required for posttranscriptional gene silencing mediated by a transgene 
but not by a virus. Cell 101, 543-553. 
Dalmay, T., Horsefield, R., Braunstein, T.H. and Baulcombe, D.C. (2001). SDE3 encodes an RNA 
helicase required for post-transcriptional gene silencing in Arabidopsis. EMBO J. 20, 2069-2078. 
Deleris, A., Gallego-Bartolome, J., Bao, J., Kasschau, K.D., Carrington, J.C. and Voinnet, O. (2006). 
Hierarchical action and inhibition of plant Dicer-like proteins in antiviral defense. Science 313, 68-71. 
Diaz-Pendon, J.A., Li, F., Li, W.X. and Ding, S.W. (2007). Suppression of antiviral silencing by cucumber 
mosaic virus 2b protein in Arabidopsis is associated with drastically reduced accumulation of three classes 
of viral small interfering RNAs. Plant Cell 19, 2053-2063. 
Dinesh-Kumar, S.P., Anandalakshmi, R., Marathe, R., Schiff, M. and Liu, Y. (2003). Virus-induced gene 
silencing. Methods Mol. Biol. 236, 287-294. 
Ding, S.W. (2010). RNA-based antiviral immunity. Nat. Rev. Immunol. 10, 632-644. 
Ding, S.W. and Voinnet, O. (2007). Antiviral Immunity Directed by Small RNAs. Cell 130, 413-426. 
Donaire, L., Barajas, D., Martinez-Garcia, B., Martinez-Priego, L., Pagan, I. and Llave, C. (2008). 
Structural and genetic requirements for the biogenesis of Tobacco rattle virus-derived small interfering 
RNAs. J. Virol. 82, 5167-5177. 
Donaire, L., Wang, Y., Gonzalez-Ibeas, D., Mayer, K.F., Aranda, M.A. and Llave, C. (2009). Deep-
sequencing of plant viral small RNAs reveals effective and widespread targeting of viral genomes. Virology 
392, 203-214. 
Dunoyer, P., Brosnan, C.A., Schott, G., Wang, Y., Jay, F., Alioua, A., Himber, C. and Voinnet, O. (2010a). 
An endogenous, systemic RNAi pathway in plants. EMBO J. 29, 1699-1712. 
Bibliografía 
 141
Dunoyer, P., Himber, C., Ruiz-Ferrer, V., Alioua, A. and Voinnet, O. (2007). Intra- and intercellular RNA 
interference in Arabidopsis thaliana requires components of the microRNA and heterochromatic silencing 
pathways. Nat. Genet. 39, 848-856. 
Dunoyer, P., Schott, G., Himber, C., Meyer, D., Takeda, A., Carrington, J.C. and Voinnet, O. (2010b). 
Small RNA duplexes function as mobile silencing signals between plant cells. Science 328, 912-916. 
Dunoyer, P. and Voinnet, O. (2005). The complex interplay between plant viruses and host RNA-
silencing pathways. Curr. Opin. Plant Biol. 8, 415-423. 
Dunoyer, P. and Voinnet, O. (2008). Mixing and matching: the essence of plant systemic silencing? Trends 
Genet. 24, 151-154. 
Eamens, A.L., Smith, N.A., Curtin, S.J., Wang, M.B. and Waterhouse, P.M. (2009). The Arabidopsis thaliana 
double-stranded RNA binding protein DRB1 directs guide strand selection from microRNA duplexes. 
RNA 15, 2219-2235. 
Ebhardt, H.A., Tsang, H.H., Dai, D.C., Liu, Y., Bostan, B. and Fahlman, R.P. (2009). Meta-analysis of 
small RNA-sequencing errors reveals ubiquitous post-transcriptional RNA modifications. Nucleic Acids Res. 
37, 2461-2470. 
Elbashir, S.M., Martinez, J., Patkaniowska, A., Lendeckel, W. and Tuschl, T. (2001). Functional anatomy 
of siRNAs for mediating efficient RNAi in Drosophila melanogaster embryo lysate. EMBO J. 20, 6877-6888. 
Fahlgren, N., Montgomery, T.A., Howell, M.D., Allen, E., Dvorak, S.K., Alexander, A.L. and Carrington, 
J.C. (2006). Regulation of AUXIN RESPONSE FACTOR3 by TAS3 ta-siRNA affects developmental 
timing and patterning in Arabidopsis. Curr. Biol. 16, 939-944. 
Flynt, A., Liu, N., Martin, R. and Lai, E.C. (2009). Dicing of viral replication intermediates during silencing 
of latent Drosophila viruses. Proc. Natl. Acad. Sci. USA 106, 5270-5275. 
Fusaro, A.F., Matthew, L., Smith, N.A., Curtin, S.J., Dedic-Hagan, J., Ellacott, G.A., Watson, J.M., Wang, 
M.B., Brosnan, C., Carroll, B.J., et al. (2006). RNA interference-inducing hairpin RNAs in plants act 
through the viral defence pathway. EMBO Rep. 7, 1168-1175. 
Garcia-Ruiz, H., Takeda, A., Chapman, E.J., Sullivan, C.M., Fahlgren, N., Brempelis, K.J. and Carrington, 
J.C. (2010). Arabidopsis RNA-dependent RNA polymerases and dicer-like proteins in antiviral defense 
and small interfering RNA biogenesis during Turnip mosaic virus infection. Plant Cell 22, 481-496. 
Garcia, D., Collier, S.A., Byrne, M.E. and Martienssen, R.A. (2006). Specification of leaf polarity in 
Arabidopsis via the trans-acting siRNA pathway. Curr. Biol. 16, 933-938. 
Gasciolli, V., Mallory, A.C., Bartel, D.P. and Vaucheret, H. (2005). Partially Redundant Functions of 
Arabidopsis DICER-like Enzymes and a Role for DCL4 in Producing trans-Acting siRNAs. Curr. Biol. 15, 
1494-1500. 
Gonzalez-Jara, P., Atencio, F.A., Martinez-Garcia, B., Barajas, D., Tenllado, F. and Diaz-Ruiz, J.R. (2005). 
A single amino acid mutation in the Plum pox virus helper component-proteinase gene abolishes both 
synergistic and RNA silencing suppression activities. Phytopathology 95, 894-901. 
Gotelli, N.J. and Colwell, R.K. (2001). Quantifying biodiversity: procedures and pitfalls in the 
measurement and comparison of species richness. Ecology Letters 4, 379-391. 
Guo, H.S., Xie, Q., Fei, J.F. and Chua, N.H. (2005). MicroRNA directs mRNA cleavage of the 
transcription factor NAC1 to downregulate auxin signals for arabidopsis lateral root development. Plant 
Cell 17, 1376-1386. 
Haas, G., Azevedo, J., Moissiard, G., Geldreich, A., Himber, C., Bureau, M., Fukuhara, T., Keller, M. and 
Voinnet, O. (2008). Nuclear import of CaMV P6 is required for infection and suppression of the RNA 
silencing factor DRB4. EMBO J. 27, 2102-2112. 
Han, Y. and Grierson, D. (2002). The influence of inverted repeats on the production of small antisense 
RNAs involved in gene silencing. Mol. Genet. Genomics 267, 629-635. 
Bibliografía 
 142 
Harvey, J.J., Lewsey, M.G., Patel, K., Westwood, J., Heimstadt, S., Carr, J.P. and Baulcombe, D.C. (2011). 
An antiviral defense role of AGO2 in plants. PLoS ONE 6, e14639. 
Havecker, E.R., Wallbridge, L.M., Hardcastle, T.J., Bush, M.S., Kelly, K.A., Dunn, R.M., Schwach, F., 
Doonan, J.H. and Baulcombe, D.C. (2010). The Arabidopsis RNA-directed DNA methylation argonautes 
functionally diverge based on their expression and interaction with target loci. Plant Cell 22, 321-334. 
Henderson, I.R., Zhang, X., Lu, C., Johnson, L., Meyers, B.C., Green, P.J. and Jacobsen, S.E. (2006). 
Dissecting Arabidopsis thaliana DICER function in small RNA processing, gene silencing and DNA 
methylation patterning. Nat. Genet. 38, 721-725. 
Hernandez, C., Carette, J.E., Brown, D.J. and Bol, J.F. (1996). Serial passage of Tobacco rattle virus under 
different selection conditions results in deletion of structural and nonstructural genes in RNA 2. J. Virol. 
70, 4933-4940. 
Herr, A.J., Jensen, M.B., Dalmay, T. and Baulcombe, D.C. (2005). RNA polymerase IV directs silencing of 
endogenous DNA. Science 308, 118-120. 
Herr, A.J., Molnar, A., Jones, A. and Baulcombe, D.C. (2006). Defective RNA processing enhances RNA 
silencing and influences flowering of Arabidopsis. Proc. Natl. Acad. Sci. USA 103, 14994-15001. 
Himber, C., Dunoyer, P., Moissiard, G., Ritzenthaler, C. and Voinnet, O. (2003). Transitivity-dependent 
and -independent cell-to-cell movement of RNA silencing. EMBO J. 22, 4523-4533. 
Hiraguri, A., Itoh, R., Kondo, N., Nomura, Y., Aizawa, D., Murai, Y., Koiwa, H., Seki, M., Shinozaki, K. 
and Fukuhara, T. (2005). Specific interactions between Dicer-like proteins and HYL1/DRB-family 
dsRNA-binding proteins in Arabidopsis thaliana. Plant Mol. Biol. 57, 173-188. 
Ho, T., Pallett, D., Rusholme, R., Dalmay, T. and Wang, H. (2006). A simplified method for cloning of 
short interfering RNAs from Brassica juncea infected with Turnip mosaic potyvirus and Turnip crinkle 
carmovirus. J. Virol. Methods 136, 217-223. 
Ho, T., Wang, H., Pallett, D. and Dalmay, T. (2007). Evidence for targeting common siRNA hotspots and 
GC preference by plant Dicer-like proteins. FEBS Lett. 581, 3267-3272. 
Hunter, C., Willmann, M.R., Wu, G., Yoshikawa, M., de la Luz Gutierrez-Nava, M. and Poethig, S.R. 
(2006). Trans-acting siRNA-mediated repression of ETTIN and ARF4 regulates heteroblasty in 
Arabidopsis. Development 133, 2973-2981. 
Hutvagner, G. and Simard, M.J. (2008). Argonaute proteins: key players in RNA silencing. Nat. Rev. Mol. 
Cell Biol. 9, 22-32. 
Jamalkandi, S.A. and Masoudi-Nejad, A. (2009). Reconstruction of Arabidopsis thaliana fully integrated 
small RNA pathway. Funct. Integr. Genomics 9, 419-432. 
Johnson, L.M., Bostick, M., Zhang, X., Kraft, E., Henderson, I., Callis, J. and Jacobsen, S.E. (2007). The 
SRA methyl-cytosine-binding domain links DNA and histone methylation. Curr. Biol. 17, 379-384. 
Jones-Rhoades, M.W. and Bartel, D.P. (2004). Computational identification of plant microRNAs and their 
targets, including a stress-induced miRNA. Mol. Cell 14, 787-799. 
Jones, L., Hamilton, A.J., Voinnet, O., Thomas, C.L., Maule, A.J. and Baulcombe, D.C. (1999). RNA-
DNA interactions and DNA methylation in post-transcriptional gene silencing. Plant Cell 11, 2291-2301. 
Jones, L., Ratcliff, F. and Baulcombe, D.C. (2001). RNA-directed transcriptional gene silencing in plants 
can be inherited independently of the RNA trigger and requires Met1 for maintenance. Curr. Biol. 11, 747-
757. 
Kanno, T., Mette, M.F., Kreil, D.P., Aufsatz, W., Matzke, M. and Matzke, A.J. (2004). Involvement of 
putative SNF2 chromatin remodeling protein DRD1 in RNA-directed DNA methylation. Curr. Biol. 14, 
801-805. 
Kasschau, K.D., Fahlgren, N., Chapman, E.J., Sullivan, C.M., Cumbie, J.S., Givan, S.A. and Carrington, 
J.C. (2007). Genome-wide profiling and analysis of Arabidopsis siRNAs. PLoS Biol. 5, e57. 
Bibliografía 
 143
Katiyar-Agarwal, S. and Jin, H. (2010). Role of small RNAs in host-microbe interactions. Annu. Rev. 
Phytopathol. 48, 225-246. 
Katiyar-Agarwal, S., Morgan, R., Dahlbeck, D., Borsani, O., Villegas, A., Jr., Zhu, J.K., Staskawicz, B.J. 
and Jin, H. (2006). A pathogen-inducible endogenous siRNA in plant immunity. Proc. Natl. Acad. Sci. USA 
103, 18002-18007. 
Kato, M., Miura, A., Bender, J., Jacobsen, S.E. and Kakutani, T. (2003). Role of CG and non-CG 
methylation in immobilization of transposons in Arabidopsis. Curr. Biol. 13, 421-426. 
Kidner, C.A. and Martienssen, R.A. (2005). The developmental role of microRNA in plants. Curr. Opin. 
Plant Biol. 8, 38-44. 
Kim, V.N. (2008). Sorting out small RNAs. Cell 133, 25-26. 
Kreuze, J.F., Perez, A., Untiveros, M., Quispe, D., Fuentes, S., Barker, I. and Simon, R. (2009). Complete 
viral genome sequence and discovery of novel viruses by deep sequencing of small RNAs: a generic 
method for diagnosis, discovery and sequencing of viruses. Virology 388, 1-7. 
Lakatos, L., Csorba, T., Pantaleo, V., Chapman, E.J., Carrington, J.C., Liu, Y.P., Dolja, V.V., Calvino, L.F., 
Lopez-Moya, J.J. and Burgyan, J. (2006). Small RNA binding is a common strategy to suppress RNA 
silencing by several viral suppressors. EMBO J. 25, 2768-2780. 
Li, J., Yang, Z., Yu, B., Liu, J. and Chen, X. (2005). Methylation protects miRNAs and siRNAs from a 3'-
end uridylation activity in Arabidopsis. Curr. Biol. 15, 1501-1507. 
Li, S.C., Shiau, C.K. and Lin, W.C. (2008). Vir-Mir db: prediction of viral microRNA candidate hairpins. 
Nucleic Acids Res. 36, 184-189. 
Liu, Q., Feng, Y. and Zhu, Z. (2009). Dicer-like (DCL) proteins in plants. Funct. Integr. Genomics 9, 277-286. 
Liu, Q. and Paroo, Z. (2010). Biochemical principles of small RNA pathways. Annu. Rev. Biochem. 79, 295-
319. 
Livak, K.J. and Schmittgen, T.D. (2001). Analysis of relative gene expression data using real-time 
quantitative PCR and the 2(-Delta Delta C(T)) Method. Methods 25, 402-408. 
Lobbes, D., Rallapalli, G., Schmidt, D.D., Martin, C. and Clarke, J. (2006). SERRATE: a new player on 
the plant microRNA scene. EMBO Rep. 7, 1052-1058. 
Lu, C., Tej, S.S., Luo, S., Haudenschild, C.D., Meyers, B.C. and Green, P.J. (2005). Elucidation of the 
small RNA component of the transcriptome. Science 309, 1567-1569. 
Lu, R., Martin-Hernandez, A.M., Peart, J.R., Malcuit, I. and Baulcombe, D.C. (2003). Virus-induced gene 
silencing in plants. Methods 30, 296-303. 
Llave, C. (2010). Virus-derived small interfering RNAs at the core of plant-virus interactions. Trends Plant 
Sci. 15, 701-707. 
Llave, C., Kasschau, K.D., Rector, M.A. and Carrington, J.C. (2002a). Endogenous and silencing-
associated small RNAs in plants. Plant Cell 14, 1605-1619. 
Llave, C., Xie, Z., Kasschau, K.D. and Carrington, J.C. (2002b). Cleavage of Scarecrow-like mRNA targets 
directed by a class of Arabidopsis miRNA. Science 297, 2053-2056. 
Macfarlane, S.A. (2010). Tobraviruses--plant pathogens and tools for biotechnology. Mol. Plant Pathol. 11, 
577-583. 
Macrae, I.J., Li, F., Zhou, K., Cande, W.Z. and Doudna, J.A. (2006a). Structure of Dicer and mechanistic 
implications for RNAi. Cold Spring Harb. Symp. Quant. Biol. 71, 73-80. 
MacRae, I.J., Zhou, K. and Doudna, J.A. (2007). Structural determinants of RNA recognition and cleavage 
by Dicer. Nat. Struct. Mol. Biol. 14, 934-940. 
Macrae, I.J., Zhou, K., Li, F., Repic, A., Brooks, A.N., Cande, W.Z., Adams, P.D. and Doudna, J.A. 
(2006b). Structural basis for double-stranded RNA processing by Dicer. Science 311, 195-198. 
Bibliografía 
 144 
Mallory, A.C., Bartel, D.P. and Bartel, B. (2005). MicroRNA-Directed Regulation of Arabidopsis AUXIN 
RESPONSE FACTOR17 Is Essential for Proper Development and Modulates Expression of Early Auxin 
Response Genes. Plant Cell 17, 1360-1375. 
Mardis, E.R. (2008). Next-generation DNA sequencing methods. Annu. Rev. Genomics Hum. Genet. 9, 387-
402. 
Margis, R., Fusaro, A.F., Smith, N.A., Curtin, S.J., Watson, J.M., Finnegan, E.J. and Waterhouse, P.M. 
(2006). The evolution and diversification of Dicers in plants. FEBS Lett. 580, 2442-2450. 
Marin, E., Jouannet, V., Herz, A., Lokerse, A.S., Weijers, D., Vaucheret, H., Nussaume, L., Crespi, M.D. 
and Maizel, A. (2010). miR390, Arabidopsis TAS3 tasiRNAs, and their AUXIN RESPONSE FACTOR 
targets define an autoregulatory network quantitatively regulating lateral root growth. Plant Cell 22, 1104-
1117. 
Martinez-Priego, L., Donaire, L., Barajas, D. and Llave, C. (2008). Silencing suppressor activity of the 
Tobacco rattle virus-encoded 16-kDa protein and interference with endogenous small RNA-guided 
regulatory pathways. Virology 376, 346-356. 
Matzke, M., Kanno, T., Huettel, B., Daxinger, L. and Matzke, A.J. (2006). RNA-directed DNA 
methylation and Pol IVb in Arabidopsis. Cold Spring Harb. Symp. Quant. Biol. 71, 449-459. 
Maule, A., Leh, V. and Lederer, C. (2002). The dialogue between viruses and hosts in compatible 
interactions. Curr. Opin. Plant Biol. 5, 279-284. 
Mi, S., Cai, T., Hu, Y., Chen, Y., Hodges, E., Ni, F., Wu, L., Li, S., Zhou, H., Long, C., et al. (2008). 
Sorting of small RNAs into Arabidopsis argonaute complexes is directed by the 5' terminal nucleotide. Cell 
133, 116-127. 
Mlotshwa, S., Pruss, G.J. and Vance, V. (2008). Small RNAs in viral infection and host defense. Trends 
Plant Sci. 13, 375-382. 
Moazed, D. (2009). Small RNAs in transcriptional gene silencing and genome defence. Nature 457, 413-
420. 
Moissiard, G., Parizotto, E.A., Himber, C. and Voinnet, O. (2007). Transitivity in Arabidopsis can be 
primed, requires the redundant action of the antiviral Dicer-like 4 and Dicer-like 2, and is compromised 
by viral-encoded suppressor proteins. RNA 13, 1268-1278. 
Moissiard, G. and Voinnet, O. (2006). RNA silencing of host transcripts by Cauliflower mosaic virus requires 
coordinated action of the four Arabidopsis Dicer-like proteins. Proc. Natl. Acad. Sci. USA 103, 19593-
19598. 
Molnar, A., Csorba, T., Lakatos, L., Varallyay, E., Lacomme, C. and Burgyan, J. (2005). Plant virus-derived 
small interfering RNAs originate predominantly from highly structured single-stranded viral RNAs. J. 
Virol. 79, 7812-7818. 
Molnar, A., Melnyk, C.W., Bassett, A., Hardcastle, T.J., Dunn, R. and Baulcombe, D.C. (2010). Small 
silencing RNAs in plants are mobile and direct epigenetic modification in recipient cells. Science 328, 872-
875. 
Montgomery, T.A. and Carrington, J.C. (2008). Splicing and dicing with a SERRATE edge. Proc. Natl. 
Acad. Sci. USA 105, 8489-8490. 
Montgomery, T.A., Howell, M.D., Cuperus, J.T., Li, D., Hansen, J.E., Alexander, A.L., Chapman, E.J., 
Fahlgren, N., Allen, E. and Carrington, J.C. (2008a). Specificity of ARGONAUTE7-miR390 interaction 
and dual functionality in TAS3 trans-acting siRNA formation. Cell 133, 128-141. 
Montgomery, T.A., Yoo, S.J., Fahlgren, N., Gilbert, S.D., Howell, M.D., Sullivan, C.M., Alexander, A., 
Nguyen, G., Allen, E., Ahn, J.H., et al. (2008b). AGO1-miR173 complex initiates phased siRNA 
formation in plants. Proc. Natl. Acad. Sci. USA 105, 20055-20062. 
Morel, J.B., Godon, C., Mourrain, P., Beclin, C., Boutet, S., Feuerbach, F., Proux, F. and Vaucheret, H. 
(2002). Fertile hypomorphic ARGONAUTE (ago1) mutants impaired in post-transcriptional gene 
silencing and virus resistance. Plant Cell 14, 629-639. 
Bibliografía 
 145
Mosher, R.A., Schwach, F., Studholme, D. and Baulcombe, D.C. (2008). PolIVb influences RNA-directed 
DNA methylation independently of its role in siRNA biogenesis. Proc. Natl. Acad. Sci. USA 105, 3145-
3150. 
Mourrain, P., Beclin, C., Elmayan, T., Feuerbach, F., Godon, C., Morel, J.B., Jouette, D., Lacombe, A.M., 
Nikic, S., Picault, N., et al. (2000). Arabidopsis SGS2 and SGS3 genes are required for posttranscriptional 
gene silencing and natural virus resistance. Cell 101, 533-542. 
Naumann, K., Fischer, A., Hofmann, I., Krauss, V., Phalke, S., Irmler, K., Hause, G., Aurich, A.C., Dorn, 
R., Jenuwein, T., et al. (2005). Pivotal role of AtSUVH2 in heterochromatic histone methylation and gene 
silencing in Arabidopsis. EMBO J. 24, 1418-1429. 
Omarov, R., Sparks, K., Smith, L., Zindovic, J. and Scholthof, H.B. (2006). Biological relevance of a stable 
biochemical interaction between the tombusvirus-encoded P19 and short interfering RNAs. J. Virol. 80, 
3000-3008. 
Overhoff, M., Alken, M., Far, R.K., Lemaitre, M., Lebleu, B., Sczakiel, G. and Robbins, I. (2005). Local 
RNA target structure influences siRNA efficacy: a systematic global analysis. J. Mol. Biol. 348, 871-881. 
Pagan, I., Alonso-Blanco, C. and Garcia-Arenal, F. (2007). The relationship of within-host multiplication 
and virulence in a plant-virus system. PLoS ONE 2, e786. 
Pak, J. and Fire, A. (2007). Distinct populations of primary and secondary effectors during RNAi in C. 
elegans. Science 315, 241-244. 
Palatnik, J.F., Allen, E., Wu, X., Schommer, C., Schwab, R., Carrington, J.C. and Weigel, D. (2003). 
Control of leaf morphogenesis by microRNAs. Nature 425, 257-263. 
Pantaleo, V., Szittya, G. and Burgyan, J. (2007). Molecular bases of viral RNA targeting by viral small 
interfering RNA-programmed RISC. J. Virol. 81, 3797-3806. 
Parameswaran, P., Sklan, E., Wilkins, C., Burgon, T., Samuel, M.A., Lu, R., Ansel, K.M., Heissmeyer, V., 
Einav, S., Jackson, W., et al. (2010). Six RNA viruses and forty-one hosts: viral small RNAs and 
modulation of small RNA repertoires in vertebrate and invertebrate systems. PLoS Pathog. 6, e1000764. 
Park, M.Y., Wu, G., Gonzalez-Sulser, A., Vaucheret, H. and Poethig, R.S. (2005). Nuclear processing and 
export of microRNAs in Arabidopsis. Proc. Natl. Acad. Sci. USA 102, 3691-3696. 
Park, W., Li, J., Song, R., Messing, J. and Chen, X. (2002). CARPEL FACTORY, a Dicer homolog, and 
HEN1, a novel protein, act in microRNA metabolism in Arabidopsis thaliana. Curr. Biol. 12, 1484-1495. 
Peele, C., Jordan, C.V., Muangsan, N., Turnage, M., Egelkrout, E., Eagle, P., Hanley-Bowdoin, L. and 
Robertson, D. (2001). Silencing of a meristematic gene using geminivirus-derived vectors. Plant J. 27, 357-
366. 
Peragine, A., Yoshikawa, M., Wu, G., Albrecht, H.L. and Poethig, R.S. (2004). SGS3 and 
SGS2/SDE1/RDR6 are required for juvenile development and the production of trans-acting siRNAs in 
Arabidopsis. Genes Dev. 18, 2368-2379. 
Pfeffer, S. and Voinnet, O. (2006). Viruses, microRNAs and cancer. Oncogene 25, 6211-6219. 
Pikaard, C.S., Haag, J.R., Ream, T. and Wierzbicki, A.T. (2008). Roles of RNA polymerase IV in gene 
silencing. Trends Plant Sci. 13, 390-397. 
Pontier, D., Yahubyan, G., Vega, D., Bulski, A., Saez-Vasquez, J., Hakimi, M.A., Lerbs-Mache, S., Colot, 
V. and Lagrange, T. (2005). Reinforcement of silencing at transposons and highly repeated sequences 
requires the concerted action of two distinct RNA polymerases IV in Arabidopsis. Genes Dev. 19, 2030-
2040. 
Qi, X., Bao, F.S. and Xie, Z. (2009). Small RNA deep sequencing reveals role for Arabidopsis thaliana RNA-
dependent RNA polymerases in viral siRNA biogenesis. PLoS ONE 4, e4971. 
Qi, Y., Denli, A.M. and Hannon, G.J. (2005). Biochemical specialization within Arabidopsis RNA 
silencing pathways. Mol. Cell 19, 421-428. 
Bibliografía 
 146 
Qi, Y., He, X., Wang, X.J., Kohany, O., Jurka, J. and Hannon, G.J. (2006). Distinct catalytic and non-
catalytic roles of ARGONAUTE4 in RNA-directed DNA methylation. Nature 443, 1008-1012. 
Qu, F. and Morris, T.J. (2005). Suppressors of RNA silencing encoded by plant viruses and their role in 
viral infections. FEBS Lett. 579, 5958-5964. 
Qu, F., Ye, X., Hou, G., Sato, S., Clemente, T.E. and Morris, T.J. (2005). RDR6 has a broad-spectrum but 
temperature-dependent antiviral defense role in Nicotiana benthamiana. J. Virol. 79, 15209-15217. 
Qu, F., Ye, X. and Morris, T.J. (2008). Arabidopsis DRB4, AGO1, AGO7, and RDR6 participate in a 
DCL4-initiated antiviral RNA silencing pathway negatively regulated by DCL1. Proc. Natl. Acad. Sci. USA 
105, 14732-14737. 
Raja, P., Sanville, B.C., Buchmann, R.C. and Bisaro, D.M. (2008). Viral genome methylation as an 
epigenetic defense against geminiviruses. J. Virol. 82, 8997-9007. 
Raja, P., Wolf, J.N. and Bisaro, D.M. (2010). RNA silencing directed against geminiviruses: post-
transcriptional and epigenetic components. Biochim. Biophys. Acta 1799, 337-351. 
Rajagopalan, R., Vaucheret, H., Trejo, J. and Bartel, D.P. (2006). A diverse and evolutionarily fluid set of 
microRNAs in Arabidopsis thaliana. Genes Dev. 20, 3407-3425. 
Ramachandran, V. and Chen, X. (2008). Degradation of microRNAs by a family of exoribonucleases in 
Arabidopsis. Science 321, 1490-1492. 
Ratcliff, F., Martin-Hernandez, A.M. and Baulcombe, D.C. (2001). Technical Advance. Tobacco rattle virus 
as a vector for analysis of gene function by silencing. Plant J. 25, 237-245. 
Ratcliff, F.G., MacFarlane, S.A. and Baulcombe, D.C. (1999). Gene silencing without DNA. rna-mediated 
cross-protection between viruses. Plant Cell 11, 1207-1216. 
Reinhart, B.J., Weinstein, E.G., Rhoades, M.W., Bartel, B. and Bartel, D.P. (2002). MicroRNAs in plants. 
Genes Dev. 16, 1616-1626. 
Roth, B.M., Pruss, G.J. and Vance, V.B. (2004). Plant viral suppressors of RNA silencing. Virus Res. 102, 
97-108. 
Ruiz-Ferrer, V. and Voinnet, O. (2007). Viral suppression of RNA silencing: 2b wins the Golden Fleece 
by defeating Argonaute. Bioessays 29, 319-323. 
Ruiz-Ferrer, V. and Voinnet, O. (2009). Roles of plant small RNAs in biotic stress responses. Annu. Rev. 
Plant Biol. 60, 485-510. 
Ruiz-Ruiz, S., Navarro, B., Gisel, A., Pena, L., Navarro, L., Moreno, P., Serio, F.D. and Flores, R. (2011). 
Citrus tristeza virus infection induces the accumulation of viral small RNAs (21-24-nt) mapping 
preferentially at the 3'-terminal region of the genomic RNA and affects the host small RNA profile. Plant 
Mol. Biol. 75, 607-19. 
Sambrook, J. and Russell, D.W. (2001). Molecular cloning: a laboratory manual, 3rd ed. edn (Cold Spring 
Harbor, N.Y., Cold Spring Harbor Laboratory Press). 
Schiebel, W., Pelissier, T., Riedel, L., Thalmeir, S., Schiebel, R., Kempe, D., Lottspeich, F., Sanger, H.L. 
and Wassenegger, M. (1998). Isolation of an RNA-directed RNA polymerase-specific cDNA clone from 
tomato. Plant Cell 10, 2087-2101. 
Schwab, R., Maizel, A., Ruiz-Ferrer, V., Garcia, D., Bayer, M., Crespi, M., Voinnet, O. and Martienssen, 
R.A. (2009). Endogenous ta-siRNAs mediate non-cell autonomous effects on gene regulation in 
Arabidopsis thaliana. PLoS ONE 4, e5980. 
Schwach, F., Vaistij, F.E., Jones, L. and Baulcombe, D.C. (2005). An RNA-dependent RNA polymerase 
prevents meristem invasion by Potato virus X and is required for the activity but not the production of a 
systemic silencing signal. Plant Physiol. 138, 1842-1852. 
Schwarz, D.S., Hutvagner, G., Du, T., Xu, Z., Aronin, N. and Zamore, P.D. (2003). Asymmetry in the 
assembly of the RNAi enzyme complex. Cell 115, 199-208. 
Bibliografía 
 147
Sijen, T., Steiner, F.A., Thijssen, K.L. and Plasterk, R.H. (2007). Secondary siRNAs result from unprimed 
RNA synthesis and form a distinct class. Science 315, 244-247. 
Silhavy, D., Molnar, A., Lucioli, A., Szittya, G., Hornyik, C., Tavazza, M. and Burgyan, J. (2002). A viral 
protein suppresses RNA silencing and binds silencing-generated, 21- to 25-nucleotide double-stranded 
RNAs. EMBO J. 21, 3070-3080. 
Smith, L.M., Pontes, O., Searle, I., Yelina, N., Yousafzai, F.K., Herr, A.J., Pikaard, C.S. and Baulcombe, 
D.C. (2007). An SNF2 protein associated with nuclear RNA silencing and the spread of a silencing signal 
between cells in Arabidopsis. Plant Cell 19, 1507-1521. 
Sokal, R.R. and Rohlf, F.J. (1995). Biometry : the principles and practice of statistics in biological research, 
3rd ed. edn (New York ; Oxford, Freeman). 
Soppe, W.J., Jasencakova, Z., Houben, A., Kakutani, T., Meister, A., Huang, M.S., Jacobsen, S.E., 
Schubert, I. and Fransz, P.F. (2002). DNA methylation controls histone H3 lysine 9 methylation and 
heterochromatin assembly in Arabidopsis. EMBO J. 21, 6549-6559. 
Souret, F.F., Kastenmayer, J.P. and Green, P.J. (2004). AtXRN4 degrades mRNA in Arabidopsis and its 
substrates include selected miRNA targets. Mol. Cell 15, 173-183. 
Sunkar, R. and Zhu, J.K. (2004). Novel and stress-regulated microRNAs and other small RNAs from 
Arabidopsis. Plant Cell 16, 2001-2019. 
Szittya, G., Moxon, S., Pantaleo, V., Toth, G., Rusholme Pilcher, R.L., Moulton, V., Burgyan, J. and 
Dalmay, T. (2010). Structural and functional analysis of viral siRNAs. PLoS Pathog. 6, e1000838. 
Szittya, G., Silhavy, D., Dalmay, T. and Burgyan, J. (2002). Size-dependent cell-to-cell movement of 
defective interfering RNAs of Cymbidium ringspot virus. J. Gen. Virol. 83, 1505-1510. 
Takeda, A., Iwasaki, S., Watanabe, T., Utsumi, M. and Watanabe, Y. (2008). The mechanism selecting the 
guide strand from small RNA duplexes is different among argonaute proteins. Plant Cell Physiol. 49, 493-
500. 
Tomari, Y., Matranga, C., Haley, B., Martinez, N. and Zamore, P.D. (2004). A protein sensor for siRNA 
asymmetry. Science 306, 1377-1380. 
Vargason, J.M., Szittya, G., Burgyan, J. and Tanaka Hall, T.M. (2003). Size selective recognition of siRNA 
by an RNA silencing suppressor. Cell 115, 799-811. 
Vaucheret, H. (2006). Post-transcriptional small RNA pathways in plants: mechanisms and regulations. 
Genes Dev. 20, 759-771. 
Vaucheret, H. (2008). Plant ARGONAUTES. Trends Plant Sci. 13, 350-358. 
Vaucheret, H., Vazquez, F., Crete, P. and Bartel, D.P. (2004). The action of ARGONAUTE1 in the 
miRNA pathway and its regulation by the miRNA pathway are crucial for plant development. Genes Dev. 
18, 1187-1197. 
Vazquez, F., Blevins, T., Ailhas, J., Boller, T. and Meins, F., Jr. (2008). Evolution of Arabidopsis MIR 
genes generates novel microRNA classes. Nucleic Acids Res. 36, 6429-6438. 
Vazquez, F., Gasciolli, V., Crete, P. and Vaucheret, H. (2004a). The nuclear dsRNA binding protein 
HYL1 is required for microRNA accumulation and plant development, but not posttranscriptional 
transgene silencing. Curr. Biol. 14, 346-351. 
Vazquez, F., Vaucheret, H., Rajagopalan, R., Lepers, C., Gasciolli, V., Mallory, A.C., Hilbert, J.L., Bartel, 
D.P. and Crete, P. (2004b). Endogenous trans-acting siRNAs regulate the accumulation of Arabidopsis 
mRNAs. Mol. Cell 16, 69-79. 
Voinnet, O. (2005a). Induction and suppression of RNA silencing: insights from viral infections. Nat. Rev. 
Genet. 6, 206-220. 
Voinnet, O. (2005b). Non-cell autonomous RNA silencing. FEBS Lett. 579, 5858-5871. 
Bibliografía 
 148 
Voinnet, O. (2008). Use, tolerance and avoidance of amplified RNA silencing by plants. Trends Plant Sci. 
13, 317-328. 
Wang, X.B., Wu, Q., Ito, T., Cillo, F., Li, W.X., Chen, X., Yu, J.L. and Ding, S.W. (2010). RNAi-mediated 
viral immunity requires amplification of virus-derived siRNAs in Arabidopsis thaliana. Proc. Natl. Acad. Sci. 
USA 107, 484-489. 
Wang, Y., Shibuya, M., Taneda, A., Kurauchi, T., Senda, M., Owens, R.A. and Sano, T. (2011). 
Accumulation of Potato spindle tuber viroid-specific small RNAs is accompanied by specific changes in gene 
expression in two tomato cultivars. Virology. 413, 72-83. 
Wassenegger, M. and Krczal, G. (2006). Nomenclature and functions of RNA-directed RNA polymerases. 
Trends Plant Sci. 11, 142-151. 
Weigel, D. and Glazebrook, J. (2002). Arabidopsis: a laboratory manual (Cold Spring Harbor, N.Y., Cold 
Spring Harbor Laboratory Press). 
Wierzbicki, A.T., Haag, J.R. and Pikaard, C.S. (2008). Noncoding transcription by RNA polymerase Pol 
IVb/Pol V mediates transcriptional silencing of overlapping and adjacent genes. Cell 135, 635-648. 
Wierzbicki, A.T., Ream, T.S., Haag, J.R. and Pikaard, C.S. (2009). RNA polymerase V transcription guides 
ARGONAUTE4 to chromatin. Nat. Genet. 41, 630-634. 
Williams, L., Carles, C.C., Osmont, K.S. and Fletcher, J.C. (2005). A database analysis method identifies an 
endogenous trans-acting short-interfering RNA that targets the Arabidopsis ARF2, ARF3, and ARF4 
genes. Proc. Natl. Acad. Sci. USA 102, 9703-9708. 
Wu, Q., Luo, Y., Lu, R., Lau, N., Lai, E.C., Li, W.X. and Ding, S.W. (2010a). Virus discovery by deep 
sequencing and assembly of virus-derived small silencing RNAs. Proc. Natl. Acad. Sci. USA 107, 1606-
1611. 
Wu, Q., Wang, X. and Ding, S.W. (2010b). Viral suppressors of RNA-based viral immunity: host targets. 
Cell Host Microbe 8, 12-15. 
Xie, Z., Allen, E., Fahlgren, N., Calamar, A., Givan, S.A. and Carrington, J.C. (2005a). Expression of 
Arabidopsis MIRNA Genes. Plant Physiol. 138, 2145-54. 
Xie, Z., Allen, E., Wilken, A. and Carrington, J.C. (2005b). DICER-LIKE 4 functions in trans-acting small 
interfering RNA biogenesis and vegetative phase change in Arabidopsis thaliana. Proc. Natl. Acad. Sci. USA 
102, 12984-12989. 
Xie, Z., Johansen, L.K., Gustafson, A.M., Kasschau, K.D., Lellis, A.D., Zilberman, D., Jacobsen, S.E. and 
Carrington, J.C. (2004). Genetic and functional diversification of small RNA pathways in plants. PLoS Biol. 
2, E104. 
Xie, Z., Kasschau, K.D. and Carrington, J.C. (2003). Negative feedback regulation of Dicer-Like1 in 
Arabidopsis by microRNA-guided mRNA degradation. Curr. Biol. 13, 784-789. 
Yang, S.J., Carter, S.A., Cole, A.B., Cheng, N.H. and Nelson, R.S. (2004). A natural variant of a host 
RNA-dependent RNA polymerase is associated with increased susceptibility to viruses by Nicotiana 
benthamiana. Proc. Natl. Acad. Sci. USA 101, 6297-6302. 
Yang, S.W., Chen, H.Y., Yang, J., Machida, S., Chua, N.H. and Yuan, Y.A. (2010). Structure of arabidopsis 
HYPONASTIC LEAVES1 and its molecular implications for miRNA processing. Structure 18, 594-605. 
Yang, X., Wang, Y., Guo, W., Xie, Y., Xie, Q., Fan, L. and Zhou, X. (2011). Characterization of small 
interfering RNAs derived from the geminivirus/betasatellite complex using deep sequencing. PLoS ONE 
6, e16928. 
Yang, Z., Ebright, Y.W., Yu, B. and Chen, X. (2006). HEN1 recognizes 21-24 nt small RNA duplexes and 
deposits a methyl group onto the 2' OH of the 3' terminal nucleotide. Nucleic Acids Res. 34, 667-675. 
Yoo, B.C., Kragler, F., Varkonyi-Gasic, E., Haywood, V., Archer-Evans, S., Lee, Y.M., Lough, T.J. and 
Lucas, W.J. (2004). A systemic small RNA signaling system in plants. Plant Cell 16, 1979-2000. 
Bibliografía 
 149
Yoshikawa, M., Peragine, A., Park, M.Y. and Poethig, R.S. (2005). A pathway for the biogenesis of trans-
acting siRNAs in Arabidopsis. Genes Dev. 19, 2164-2175. 
Yu, B., Chapman, E.J., Yang, Z., Carrington, J.C. and Chen, X. (2006). Transgenically expressed viral 
RNA silencing suppressors interfere with microRNA methylation in Arabidopsis. FEBS Lett. 580, 3117-
3120. 
Yu, B., Yang, Z., Li, J., Minakhina, S., Yang, M., Padgett, R.W., Steward, R. and Chen, X. (2005). 
Methylation as a crucial step in plant microRNA biogenesis. Science 307, 932-935. 
Yu, D., Fan, B., MacFarlane, S.A. and Chen, Z. (2003). Analysis of the involvement of an inducible 
Arabidopsis RNA-dependent RNA polymerase in antiviral defense. Mol. Plant Microbe Interact. 16, 206-216. 
Zhang, H., Kolb, F.A., Jaskiewicz, L., Westhof, E. and Filipowicz, W. (2004). Single processing center 
models for human Dicer and bacterial RNase III. Cell 118, 57-68. 
Zhang, X., Henderson, I.R., Lu, C., Green, P.J. and Jacobsen, S.E. (2007). Role of RNA polymerase IV in 
plant small RNA metabolism. Proc. Natl. Acad. Sci. USA 104, 4536-4541. 
Zhang, X., Yuan, Y.R., Pei, Y., Lin, S.S., Tuschl, T., Patel, D.J. and Chua, N.H. (2006). Cucumber mosaic 
virus-encoded 2b suppressor inhibits Arabidopsis Argonaute1 cleavage activity to counter plant defense. 
Genes Dev. 20, 3255-3268. 
Zhang, Y. (2005). miRU: an automated plant miRNA target prediction server. Nucleic Acids Res. 33, 701-
704. 
Zhao, Y. and Srivastava, D. (2007). A developmental view of microRNA function. Trends Biochem. Sci. 32, 
189-197. 
Zheng, X., Zhu, J., Kapoor, A. and Zhu, J.K. (2007). Role of Arabidopsis AGO6 in siRNA accumulation, 
DNA methylation and transcriptional gene silencing. EMBO J. 26, 1691-1701. 
Zhou, X., Wang, G. and Zhang, W. (2007). UV-B responsive microRNA genes in Arabidopsis thaliana. Mol. 
Syst. Biol. 3, 103. 
Zilberman, D., Cao, X. Jacobsen, S.E. (2003). ARGONAUTE4 control of locus-specific siRNA 












































Apéndice A. Oligonucleótidos y adaptadores de RNA 
En las siguientes tablas se describen los oligonucleótidos de DNA, RNA o quimeras DNA/RNA 
utilizados en este trabajo. En la primera columna está indicado el nombre del oligonucleótido y en la 
segunda, la secuencia en sentido 5’-3’. En el caso de que sea de interés, la posición del extremo 5’ de 
cada oligonucleótido en el genoma viral está indicada en una tercera columna.  
 




TRV 134K F CGAGATTTACAGTTGTTGG 
TRV 134K R GGTAATCTCTCACCTCCC 
CymRSV F GCTAATGCCGTCTTGTTCC 
CymRSV R TTGTAGCCCTTTGCACCAT 
PVX R TTAGGACAGTCAAGGTCGC 
PVX F CATTCTCGTGAAGCAATCG 
PMMoV F CCCTTGGTGAACGATCTTG 
PMMoV R GCATTGTGACGCATGACG 
CMV2 F TGAACGGCAGTTACGGTG 
CMV2 R CTCTGGCCATAGCAATGC 
TuMV F AACCAGCACTCACCGGAA 
TuMV R CCCTTGAACTTCTGGGCA 
 
Tabla A.2. Secuencias de oligonucleótidos de RNA o quimeras RNA/DNA utilizados en la construcción de 
“sRNAtecas”. La región en negrita indica la secuencia de RNA dentro de la quimera RNA/DNA. La zona subrayada 
son los cuatro nucleótidos que indican el identificador para cada colección. 
 
Nombre Secuencia 
Marcador de 21 nts pACCUCUGCGAACCAAGUUUAU 
Marcador de 24 nts pGGCACCUCUGCGAACCAAGUUUAU 
5' End donor oligo (A1) CACUGCGUUUGCUGGCUUUGGCUGAUGGCG 
3' End donor oligo (A2) pCAGUAGUCGUCAAGAGUGGA-idT 
3' Cloning linker 1(Aa2) rAppCTGTAGGCACCATCAAT-3ddC 
A11 (CymRSV) dAdTdCdGdTAGGCACCUGAUA 
A12 (PMMoV) dAdTdCdGdTAGGCCACUGAUA 
A13 (PVX) dAdTdCdGdTAGGCUGCUGAUA 
A14 (TRV) dAdTdCdGdTAGCGACCUGAUA 
A15 (TYLCV) dAdTdCdGdTAGCGCACUGAUA 
A16 (CMV) dAdTdCdGdTAGCGUGCUGAUA 






Tabla A.3. Secuencias de oligonucleótidos utilizados como cebadores para RT-PCR cuantitativa. 
 
Nombre Secuencia 
TRV F GTGCACGCAACAGTTCTAATCG 
TRV R GCTGTGCTTTGATTTCTCCACC 
BetaTUB F GCAACAATGAGCGGTGTGACTT 
BetaTUB R GAAATGGAGACGAGGGAATGG 
 
Tabla A.4. Secuencias de oligonucleótidos utilizados como sondas para detectar vsRNAs y utilizados como 
cebadores en la amplificación por PCR de fragmentos del RNA1 de TRV. 
 
Nombre Secuencia Posición en el genoma (5') 
T1 KpnI F TCGGTACCATAAAACATTTCAATCCTTTG 1 
T1 XbaI R GCTCTAGAACGACCATTGACCACC 569 
T2 KpnI F TCGGTACCTGCAAGAGGTGGATGAC 549 
T2 XbaI R CGGGATCCCGAAATAGATCTTCCCG 1024 
T3 KpnI F TCGGTACCCCTTCTGTTGACGGTTAC 1002 
T3 XbaI R CGTCTAGATCGCCACTTGTTCCTT 1536 
T4 KpnI F TCGGTACCCGAGATTTACAGTTGTTGG 1490 
T4 XbaI R CGTCTAGATCTCACCGGACTCAGAT 1975 
T5 KpnI F TCGGTACCCAACGATTTCTTTAGCAGTC 1945 
T5 XbaI R CGTCTAGAGGTAATCTCTCACCTCCC 2459 
T6 KpnI F TCGGTACCAACGGTCAAACGTGTC 2419 
T6 XbaI R CGTCTAGAATCGACACAAGGATTAGC 2954 
T7 KpnI F TCGGTACCGTGGTAAGTCGACAATGAT 2935 
T7 XbaI R CGTCTAGAGGAAAGTTATGTACTGAGCA 3445 
T8 KpnI F TCGGTACCGAACAGGTTTCTTTGAAGC 3422 
T8 XbaI R CGTCTAGACGTAACATTGTCTAATCGC 3947 
T9 KpnI F TCGGTACCACGGGTATTTGGTGGC 3903 
T9 XbaI R CGTCTAGAGCATCCAACTTGCGTT 3446 
T10 KpnI F TCCCCCGGGACTCGTTGTTCGGTCC 4410 
T10 XbaI R CGTCTAGAAAACATTGGGACATCG 4942 
T11 KpnI F TCGGTACCAGTTGGCTACTAAGTGGAAT 4899 
T11 XbaI R CGTCTAGATTCCTCCTACCGTCCA 5413 
T12 KpnI F TCGGTACCGGGCCATTGAATTGTT 5395 
T12 XbaI R CGTCTAGAGTTCGTTCTTCCACATTG 4816 
T13 KpnI F TCGGTACCGCTAATATGGGTTGCTACTG 5840 
T13 XbaI R CGTCTAGAGTTTCAACACGTTTACGAC 6331 
T14 KpnI F TCGGTACCTATAATTGTTGTGGCCGTAG 6297 









Tabla A.5. Secuencias de oligonucleótidos utilizados como cebadores para la construcción de sondas por PCR 
para detectar la acumulación de TRV o la producción de vsRNAs derivados de TRV. 
 
Nombre Secuencia 
3’UTR1 F TGACCATGGCATGTCCCGAAGAC 
3’UTR1 R CATGAGCTCGGGCGTAATAACGCTTAC
TRV 134K F CGAGATTTACAGTTGTTGG 
TRV 134K R GGTAATCTCTCACCTCCC 
TRV CP F CTGGGTTACTAGCGGCACTGGAATA 
TRV CP R TCCACCAACTTAATCCCGAATAC 
 
Tabla A.6. Secuencias de oligonucleótidos de DNA utilizados como cebadores en ensayos RT-PCR en la 
construcción de “sRNAtecas”. La región subrayada son los cebadores para secuenciación 454 A y B. 
 
Nombre Secuencia 
sRNA-BanI F GATGGCACCACTGCGTTTGCTGGC 
sRNA-BanI R GATGGTGCCACTCCTGACG 
3' RT PRIMER OLIGO ATTGATGGTGCCTACAG 
FUSION PRIMER A1-1 GCCTCCCTCGCGCCATCAGATCGTAGGCACCTGATA 
FUSION PRIMER A1-2 GCCTCCCTCGCGCCATCAGATCGTAGGCCACTGATA 
FUSION PRIMER A1-3 GCCTCCCTCGCGCCATCAGATCGTAGGCTGCTGATA 
FUSION PRIMER A2-1 GCCTCCCTCGCGCCATCAGATCGTAGCGACCTGATA 
FUSION PRIMER A2-2 GCCTCCCTCGCGCCATCAGATCGTAGCGCACTGATA 
FUSION PRIMER A2-3 GCCTCCCTCGCGCCATCAGATCGTAGCGTGCTGATA 
FUSION PRIMER A3-1 GCCTCCCTCGCGCCATCAGATCGTAGACGCCTGATA 
3' FUSION PRIMER B GCCTTGCCAGCCCGCTCAGATTGATGGTGCCTACAG 
 






















Apéndice B. Propiedades de distintos fragmentos derivados de TRV y de distintos 
transcritos de A. thaliana 
 
Tabla B.1. Propiedades de los fragmentos amplificados por PCR a partir del genoma de TRV1. 
 
Fragmento  Longitud Posición Composición nucleotídica (%) G+C A+T  Tm dGb 
número (pb)   A C G T (%) (%) (Basica)a (Kcal/mol)
           
1 584 1-584 29.62 15.58 23.46 31.34 39.04 60.96 80 -160.4 
2 552 549-1040 28.62 14.67 27.17 29.53 41.85 58.15 81 -169.4 
3 550 992-1541 30 16.91 25.45 27.64 42.36 57.64 81 -160.1 
4 502 1491-1991 28.29 18.13 26.69 26.89 44.82 55.18 82 -154 
5 522 1945-2466 27.97 18.77 27.01 26.25 45.79 54.21 82 -156.1 
6 563 2409-2971 27 16.34 28.77 27.89 45.12 54.88 82 -168.9 
7 540 2925-3464 27.22 17.59 25.56 29.63 43.15 56.85 81 -154.9 
8 534 3422-3955 26.97 17.79 28.28 26.97 46.07 53.93 83 -176 
9 559 3903-4461 33.45 16.82 24.33 24.4 41.14 58.86 81 -147.9 
10 548 4410-4957 29.2 17.34 24.09 29.38 41.42 58.58 81 -176.2 
11 530 4898-5427 29.06 16.42 25.85 28.68 42.26 57.74 81 -165.3 
12 495 5395-5889 30.3 16.77 26.06 26.87 42.83 57.17 81 -127.6 
13 510 5840-6349 28.63 14.71 25.88 30.78 40.59 59.41 80 -148.9 
14 495 6297-6791 30.3 14.55 22.63 32.53 37.17 62.83 79 -151.4 
GUS 507 573-1079 23.27 24.46 28.6 23.67 53.06 46.94 85 -169.2 
a Temperatura de melting calculada usando OligoCalc (http://www.basic.northwestern.edu/biotools 
/oligocalc.html). 
b Energía mínima de plegamiento (dG) calculada usando Mfold (v 3.2). 
 
Tabla B.2. Energía minima de plegamiento (dG) de fragmentos de secuencias de mRNAs de arabidopsis 





At4g36920 -165.5 573 
At2g04890 -156.6 511 
At5g10890 -126.5 480 
At3g28420 -134.2 497 
At2g29400 -141.5 517 
At2g21000 -125.2 495 
At1g01030 -161.3 536 
 At3g08130 -137 483 
At1g21720 -154.5 540 
At5g11770 -173.9 529 
At5g04680 -159.7 560 
At4g14230 -149.3 540 
At4g22190 -169 561 
At1g20090 -158.4 559 
 
  
 
 
 
